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Regulation of lipid metabolism in adipocytes: Role of RAB18 and characterization of 
its interactome 
INTRODUCTION 
The adipose tissue (AT) plays a central role in managing the energy stores and 
as an endocrine organ by producing adipokines that regulate food intake and energy 
homeostasis, immunity and cardiovascular function (Frayn et al., 2003; Frühbeck, 
2008). The excess in AT that occurs in obesity is commonly associated to insulin 
resistance (IR), which constitutes the main risk factor in the development of type 2 
diabetes, hypertension, dyslipidemia and cardiovascular diseases (Kahn & Flier, 2000; 
Yusuf et al., 2005; Pischon et al., 2008).  
Adipocytes represent the main cellular constituent of AT, which also includes 
the so-called stroma-vascular fraction formed by preadipocytes, blood cells, and 
vascular tissue (Frayn et al., 2003). Adipocytes store energy in form of triglycerides 
(TAGs) within a large lipid droplet (LD) characteristic of this cell type (Reue, 2011; 
Walther & Farese, 2012). During fasting and under the influence of catecholamines, 
TAGs are hydrolyzed by lipases, releasing fatty acids (FAs) that are transported to other 
tissues for useas energy source (Duncan et al., 2007; Kolditz & Langin, 2010). On the 
other hand, in postprandio FAs from the diet are internalized within adipocytes, 
esterified and stored in LDs. This process is regulated by insulin, which stimulates 
uptake of FAs and glucose (used for production of glycerol needed for TAG synthesis), 
and the expression of lipogenic enzymes (Kersten, 2001; Stahl et al., 2002; Ducharme 
& Bickel, 2008).  
In obesity, oxidative stress and endoplasmic reticulum (ER) stress accumulate in 
adipocytes, processes that generate hypoxia and mechanical stress as a consequence 
of adipocyte enlargement, and activate pro-inflammatory pathways, such as JNK and 
NFkB (Hotamisligil, 2010; Bluher, 2013; Trayhurn, 2013). This provokes release of pro-
inflammatory factors and chemokines (TNFα, IL-6, MCP-1) that promote macrophage 
and lymphocyte infiltration within the AT, leading to the low-grade, chronic 
inflammatory state associated to obesity (Guilherme et al., 2008; Ouchi et al., 2011; 
Mathis, 2013). Altogether, these insults block differentiation of preadipoytes into 
adipocytes (adipogenesis) and impair insulin signaling, leading to IR, as well as 
deregulation of TAG storing and, ultimately, cell death (Guilherme et al., 2008; Ouchi 





key for AT normal functioning and the development of metabolic diseases. In this 
context, growing number of evidences indicate that alterations in the physiology and 
regulation of LDs directly influence in the development of such diseases (Guilherme et 
al., 2008; Olofsson et al., 2008; Greenberg et al., 2011; Krahmer et al., 2013; Konige et 
al., 2013). LDs are highly dynamic structures that, besides their role in lipid 
metabolism, participate in other processes such as storage and degradation of 
proteins, viral replication and protection against bacteria (Reue, 2011;Greenberg et al., 
2011; Anand et al., 2012). LDs are composed of a core of neutral lipids (mainly TAGs in 
adipocytes), surrounded by a phospholipid (PL) monolayer that serves as anchoring 
surface for diverse proteins (Olofsson et al., 2008; Reue, 2011; Walther & Farese, 
2012). These proteins participate in the regulation of lipid homeostasis and play crucial 
roles in LD biogenesis, PL synthesis and intracellular signaling (Martin & Parton, 2006; 
Thiele & Spandl 2008; Walther & Farese, 2012; Fujimoto & Parton, 2011; Konige et al., 
2013). Thus, besides lipases (HSL, ATGL) and enzymes related with TAG (DGAT2) or PL 
synthesis (ACSL1, CCTα), LDs present proteins such as perilipins, which regulate TAG 
storing and hydrolysis (Brasaemle, 2007). They also bear proteins related with 
intracellular traffic and membrane fusion events, such as Rab, ARF and SNARE proteins 
(Reue, 2011; Konige et al., 2013). Rab small GTPases are essential regulators of 
intracellular vesicle traffic, governing endomembrane transport in a highly specific 
manner (Stenmark, 2009). Specifically, Rab18 has been identified in all the proteomic 
studies on LDs carried out so far (Murphy et al., 2009; Kolditz & Langin 2010; Konige et 
al., 2013). Notably, our recent studies on human AT and diverse mouse models have 
shown that Rab18 expression increases in relation to obesity, which supports a role of 
Rab18 in the adaptation of adipocytes to this condition (Pulido et al., 2011; Pulido et 
al., 2013). Furthermore, we have observed that this GTPase, in addition to binding to 
LDs and regulating lipolysis in response to β-adrenergic agonists, as it was shown 
earlier by others (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005), also participates in the insulin-
induced lipogenesis, stimulus that also increases association of Rab18 to LDs (Pulido et 
al., 2011). What is more, Rab18 overexpression increases TAG content (and its 
silencing does the opposite) and LD size (Pulido et al., 2011). Finally, we also 
demonstrated that induction of lipolysis or lipogenesis induce apposition of Rab18-LDs 
to ER (Pulido et al., 2011). Inasmuch as the ER has been proposed to be responsible for 
LD biogenesis and, in addition, it incorporates FAs derived from lipolysis (Murphy et al., 
2009; Reue, 2011), we suggested that Rab18 may promote rapprochement of LDs to 
ER membranes in order to facilitate bidirectional traffic of lipids between these two 
organelles (Pulido et al., 2011). Other organelles known to participate in lipid 





LDs (Murphy et al., 2009; Reue, 2011; Brasaemle & Wolins, 2012). These organelles 
cooperate in FA -oxidation and mediate lipid biosynthesis (Brasaemle & Wolins, 
2012). Specifically, mitochondria contain several enzymes (ACS, GPAT) that, together 
with others from the ER (AGPAT), catalyze TAG synthesis (Brasaemle & Wolins, 2012). 
Mitochondria and ER are also involved in the synthesis of PLs forming the LD surface 
(Brasaemle & Wolins, 2012; Penno et al., 2013). Actually, mitochondria synthesize 
phosphatidilethanolamine (PE) that is transformed into phosphatidilcholine (PC), the 
main PL of LDs. These enzymatic reactions are carried out in coordination with the ER 
through the PEMT pathway, which is very active in adipocytes (Reue, 2011; Penno et 
al., 2013). PC is also synthesized by ER enzymes through the Kennedy pathway (Penno 
et al., 2013). In turn, peroxisomes, in collaboration with the ER, synthesize ether-PLs 
(Wanders & Waterham, 2006), including plasmalogens (abundant in the LD surface), 
which has led to suggest that these organelles facilitate LD assembly (Brasaemle & 
Wolins, 2012). In fact, KO mice lacking peroxisomal enzymes related with plasmalogen 
synthesis (Pex7, GNPAT) display small adipocytes and reduced fat depots, whereas 
administration of a plasmalogen precursor rescues the normal phenotype (Rodemer et 
al., 2003; Brites et al., 2011). Altogether, these observations suggest that Rab18 may 
somehow mediate the interaction of LDs with organelles related with the lipid 
homeostasis (ER, mitochondria and peroxisomes) in order to facilitate use of stored 
FAs or LD enlargement by incorporation of neutral lipids or PLs. However, to date little 
is known on the precise role of Rab18 in these processes. Thus, in this work we aimed 
at analyzing the molecular mechanisms underlying Rab18 function in relation to LD 
homeostasis and mitochondria and peroxisome functions, as well as identifying the 
regulatory and effector proteins interacting with the GTPase that will translate its 
action on lipid metabolism in adipocytes.  
 
MATERIAL AND METHODS 
To pursue this objective, we have carried out a multifaceted strategy aimed at 
analyzing the intracellular distribution of Rab18 in relation to LDs, mitochondria and 
peroxisomes and the effects that variations in the metabolic conditions of adipocytes 
can have on these relationships. We have also explored the changes in the 
composition of the protein coat of LDs after stimulation of lipogenesis in adipocytes. 
Finally, we have identified Rab18 interacting proteins and investigated their specific 
role in the regulation of the metabolic status of adipocytes. 





different conditions, we have used 3T3-L1 cells differentiated into adipocytes with a 
hormonal cocktail and treated or not with the major lipogenic factor (100 nM), insulin, 
with a lipolytic agent, the β-adrenergic receptor agonist isoproterenol (10 μM), or with 
the pro-inflammatory cytokine TNFα (1 nM). For analyzing the relationship of Rab18-
LDs with other organelles participating in the regulation of lipid metabolism, we 
carried out double immunocitochemistry against Rab18 and specific markers of ER 
membranes (DGAT2), mitochondria (Mitotracker), or peroxisomes (PMP70). Cells were 
visualized by confocal microscopy before and after 2 h or 4 h treatments with 100 nM 
insulin or 10 μM isoproterenol. The importance of the ER in the incorporation of Rab18 
to the LD surface was investigated using BFA treatments, a drug that impairs traffic 
between ER and Golgi complex. The relative position of Rab18-LDs with the ER, 
mitochondria and peroxisomes and the contribution of the cytoskeleton in this process 
were also analyzed after depolimerization of actin filaments (latrunculin B) or 
microtubules (nocodazol) under basal conditions and after insulin or isoproterenol 
treatments. We have also monitored in real time the dynamics of mitochondria and 
peroxisomes in relation with Rab18-LDs by videomicroscopy in living 3T3-L1 
adipocytes. Specifically, cells were transfected by electroporation with a vector coding 
for fluorescently labeled Rab18 and either loaded with Mitotracker or co-transfected 
with a second expression vector coding for the peroxisome signal peptide SKL fused to 
GFP. To explore the functional relevance of the mitochondria and peroxisome 
association to Rab18-LDs, we measured the ROS level and catalase activity in Rab18-
overexpressing adipocytes using commercial kits.  
Study of the composition of the LD protein coat was carried out on isolated LDs 
from 3T3-L1 adipocytes, which were obtained by subcellular fractionation techniques. 
Thus, cells treated or not with 100 nM insulin for 4 h were processed for fractionation 
and protein extracts from the LD-enriched fractions were identified by HPLC 
chromatography and mass spectrometry (ion trap). Finally, regulatory proteins and 
effectors of Rab18 were screened using diverse experimental approaches. An 
approach consisted in immunoprecipitation of protein extracts from 3T3-L1 cells 
transfected with a plasmid coding for cMyc-Rab18. A wider search for Rab18 
interacting proteins was carried out using yeast-two-hybrid screening. Briefly, a yeast 
strain was transformed with a bait plasmid coding for Rab18 and mated with other 
strain expressing a cDNA library obtained from rat subcutaneous adipose tissue. 
Positive colonies were recovered, checked by PCR and purified for subsequent 






RESULTS AND DISCUSSION 
Adipocyte LDs have been long considered mere energy storing organelles. 
However, nowadays a growing body of evidence supports the idea that these 
organelles represent highly dynamic structures that participate in diverse cellular 
processes. Particularly, in adipocytes they play key roles in the regulation of lipid 
metabolism (Reue, 2011). Many of the works aimed at establishing the dynamic nature 
of these organelles have been focused on the analysis of the LD protein coat and have 
demonstrated that, upon lipolytic stimulation, an important remodeling in the protein 
composition of the LD surface occurs (Brasaemle et al., 2004; Ding et al., 2012). 
Similarly, in the proteomic study on LDs carried out in this work, we have shown that 
lipogenic stimuli, such as insulin treatment, also induce recruitment of new proteins to 
the LD surface, thus highlighting the importance of the proteins anchored to LDs as 
translators of the insulin action in adipocytes. Among these proteins are numerous 
components of the cellular cytoskeleton (i.e. tubulin, vinculin, filamin) and of the 
intracellular trafficking machinery (i.e. SNARE and Rab proteins), which confirms the 
dynamic nature of these organelles. Regarding Rab proteins, previous studies and our 
current work have identified 19 members of this family of proteins associated to the 
LD surface and, in all these studies, Rab18 has been found as an abundant component 
of the LD coat (review by Hodges et al., 2010). Two independent groups originally 
found Rab18 in association to LDs (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). They 
reported that both Rab18 overexpression and stimulation of β-adrenergic receptors 
increase the presence of the GTPase in the LD surface, which led the authors to relate 
Rab18 with the regulation of lipid metabolism (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). 
Moreover, Rab18 overexpression provoked LD apposition to ER membranes (Ozeki et 
al., 2005), which, together with our recent observations that Rab18 overexpression 
also increased the lipolytic activity of adipocytes, supported the view that this GTPase 
could mediate lipid mobilization from LDs (Pulido et al., 2011). In this work, we have 
furthered these observations by demonstrating that a condition of energy deficiency, 
such as that induced by serum deprivation, represents the strongest inductor of Rab18 
recruitment to the LD surface. These results allow us to suggest a relationship between 
Rab18 function and fasting-induced lipolysis and propose that this GTPase belongs to 
the cellular machinery responsible for the activation and/or maintenance of lipolysis 
triggered by caloric restriction.  
Moreover, besides the proposed role of Rab18 as mediator of the lipolytic 
response, recent studies by us have demonstrated that the GTPase also participates in 





the rapprochement of these organelles to ER membranes (Pulido et al., 2011). These 
and the data regarding lipolysis have led us to propose a dual role for Rab18 in the 
metabolism of LDs as regulator of both lipogenic and lipolytic processes, probably by 
mediating the rapprochement of LDs to the ER, which would facilitate the bidirectional 
lipid traffic between these organelles (Pulido et al., 2011). The videomicroscopy and 
confocal microscopy experiments presented in the current work confirm and further 
these data regarding the interaction of Rab18-LDs with the ER. Specifically, we have 
shown that this rapprochement occurs in a timeframe of minutes after administration 
of insulin. In addition, we have found that both lipogenic and lipolytic stimuli increase 
colocalization of Rab18-LDs with specific ER membrane subdomains enriched in the 
lipogenic enzyme DGAT2, which places Rab18 in lipogenesis-specialized ER zones. In 
fact, DGAT2 and the enzyme FATP1/acyl-CoA synthase form a complex that functions 
in the ER-LD interface allowing the physical and functional coupling of TAG synthesis 
and TAG deposition within LDs (Xu et al., 2012). Interestingly, a very recent work on 
Dengue virus, which requires the participation of ER and LDs for its replication, has 
shown the presence of the lipogenic enzyme fatty acid synthase (FAS) on these 
organelles and the need of Rab18 for its activity (Tang et al., 2014), which further 
supports the idea of the implication of this GTPase in lipogenesis.  
In line with this, the identification of LPPR3 as Rab18 interacting protein by Y2H 
and immunoprecipitation reinforces our hypothesis on the relationship of this GTPase 
with the machinery responsible for lipid biosynthesis. Specifically, LPPR3 is a 
phosphatase that catalyzes the formation of DAG, which represents the substrate for 
both de novo synthesis of lipids and the synthesis of the main PLs present in the LD 
surface (PC and PE) through the Kennedy's pathway (Bräuer et al., 2013). Therefore, 
our data suggest that, by recruiting LPPR3, Rab18 could facilitate synthesis of DAG, 
thus providing the substrate for DGAT2 to carry out TAG biosynthesis.  
Our videomicroscopy and confocal microscopy analysis revealed that both 
insulin and isoproterenol treatments also induced a higher presence of mitochondria 
and peroxisomes in close apposition to Rab18-LDs. Rab proteins are known to 
participate in the tethering, docking and fusion of intracellular membranes by their 
concerted action with the molecular machinery responsible for these processes. Thus, 
the present data suggest that Rab18 may facilitate the rapprochement of mitochondria 
to specific regions of the LD surface. Given the role of mitochondria in FA -oxidation, 
isoproterenol-induced association of mitochondria with LDs could take place to favor 
FA transfer from LDs to mitochondria, which is consistent with the proposed role of 





Martin et al., 2005; Pulido et al., 2011).  In the case of the effect on mitochondria/LD 
relationship induced by insulin, this and previous studies have suggested that there is a 
coupling between lipolysis and lipogenesis. Specifically, the energy obtained from the 
-oxidation of FAs derived from isoproterenol-induced TAG hydrolysis could serve, 
among other processes, to promote coupled lipogenesis. Other possibility is that 
mitochondria provide the LD surface with the PLs necessary for their expansion, 
process that should occur in parallel to the lipogenesis-driven TAG incorporation. 
Specifically, mitochondria represent the major source of PE (Osman et al., 2011), the 
second most abundant PL of the LD surface (Chitraju et al., 2012). This, together with 
our proteomic analysis on LDs that show the presence of PE binding protein 1 (PEBP1) 
in the LD protein coat, suggests that PE could be the PL provided by mitochondria 
during lipogenesis-induced LD enlargement.  
As mentioned before, peroxisomes are also recruited to the proximity of LDs in 
response to both lipogenic and lipolytic stimuli. In particular, peroxisomes are 
responsible for the β-oxidation of very long-chain fatty acids, which are components of 
diverse TAGs, cholesterol-esters and PLs (Jai et al., 2007). These organelles also 
participate in the biosynthesis of ether-PLs, such as plasmalogens (Wanders & 
Waterham, 2006), which are important components of the LD surface and essential for 
LD biogenesis and maintenance (Brites et al., 2011). Moreover, Rab18 overexpression 
in 3T3-L1 adipocytes increases the activity of a key antioxidant enzyme in peroxisomes, 
catalase, while decreasing reactive oxygen species (ROS) in these cells, thus coupling 
the physical interaction between Rab18-LDs and peroxisomes to a functional outcome.  
Altogether, these data have led to the proposal that Rab18 could serve as a 
bridge connecting LDs to ER membranes specialized in TAG and PL biosynthesis, as well 
as to mitochondria and peroxisome metabolism. 
Because Rab proteins work in coordination with other proteins (Rab effectors) 
that translate Rab function into the endomembrane system organization (Stenmark, 
2009), in the current work we have searched for Rab18 interacting proteins by Y2H 
screening and immunoprecipitation, which has allowed, among others, identification 
of the kinase MAST3 as a Rab18 effector protein. Interestingly, MAST3 inhibits the PI3K 
inhibitory factor PTEN, thus leading to a prolonged insulin-mediated intracellular 
signaling (Valiente et al., 2011). In this context, our functional studies show that Rab18 
overexpression increases PTEN phosphorylation in 3T3-L1 cells treated with insulin 
and, consequently, a stronger Akt activation over time. Furthermore, our Y2H 
screening allowed us to identify E3 ubiquitin-protein ligase (CBL-B) as a putative 





regulatory subunit (Fang et al., 2001). Thus, these results support the view that Rab18 
could modulate the insulin action on adipocytes by regulating the activity of key 
components of intracellular signaling pathway initiated by insulin.  
Other protein that has been identified in this work and shown to function as an 
important negative Rab18 regulator is GDI2, which is shown to prevent the association 
of the GTPase to the LD surface and to reduce lipogenesis and, to a lesser extent, also 
lipolysis. 
In summary, the data presented in this work, together with those previously 
reported, indicate that Rab18 is a key component of the LD protein coat in adipocytes, 
wherein it could act as a mediator in the transduction and adaptative response of 
these cells to conditions of energy excess (insulin) or deficiency (β-adrenergic 
stimulation). In addition, our results suggest that, in a lipogenic state, Rab18 could 
facilitate TAG incorporation into LDs by positioning them in close apposition to DGAT2 
enriched subdomains of ER membranes via its physical interaction with the lipogenic 
enzyme LPPR3, mitochondria and peroxisomes, in order to couple LD remodeling 
(incorporation and/or mobilization of TAGs and other lipid forms) with other cellular 
processes taking place in these organelles. Finally, Rab18 could favor the lipogenic 
action of insulin by its direct interaction with key components of the insulin-mediated 
















El tejido adiposo (TA) juega un papel fundamental en la gestión de las reservas 
energéticas y como órgano endocrino productor de adipoquinas, que regulan la 
ingesta y la homeostasis energética, la inmunidad y la función cardiovascular (Frayn et 
al., 2013; Frühbeck et al., 2008). El exceso de TA en obesidad está comúnmente 
asociado a resistencia a insulina (IR), lo que constituye un factor de riesgo principal en 
el desarrollo de diabetes tipo 2, hipertensión, dislipemia y enfermedad cardiovascular, 
o cáncer (Kahn y Flier, 2000; Yusuf et al., 2005; Pischon et al., 2008). 
Los adipocitos constituyen el principal componente celular del TA, que también 
incluye la fracción de estroma vascular constituida por preadipocitos, células 
sanguíneas y tejido vascular (Frayn et al., 2003). Los adipocitos acumulan energía en 
forma de triglicéridos (TAGs) en el interior de la gran gota lipídica (LD) característica de 
este tipo celular (Reue, 2011; Walther y Farese, 2012). En ayuno, y bajo la influencia de 
las catecolaminas, los TAGs son hidrolizados por lipasas, liberando ácidos grasos que 
son transportados para su uso en otros tejidos como fuente de energía (Duncan et al., 
2007; Kolditz y Langin, 2010). Por otra parte, en postprandio, los ácidos grasos 
procedentes de la dieta son internalizados por los adipocitos, esterificados y 
almacenados en las LDs. Este proceso está regulado por la insulina, que estimula la 
captación de ácidos grasos y de glucosa (utilizada para la producción del glicerol 
necesario para la síntesis de TAGs), y la expresión de enzimas lipogénicas (Kersten, 
2001; Stahl et al., 2002; Ducharme y Bickel, 2008). 
En obesidad, se produce estrés oxidativo y del retículo endoplásmico (RE) en 
adipocitos, procesos que generan hipoxia y estrés mecánico como consecuencia del 
incremento del tamaño de los adipocitos, y la activación de rutas pro-inflamatorias, 
como JNK y NFκB (Hotamisligil, 2010; Bluher, 2013; Trayhurn, 2013). Esto provoca la 
liberación de factores pro-inflamatorios y quimioquinas (TNF-α, IL-6, MCP-1) que 
promueven la infiltración del TA por macrófagos y linfocitos, dando lugar al desarrollo 
del estado de inflamación crónica de bajo grado asociado a la obesidad (Guilherme et 
al., 2008; Ouchi et al., 2011; Mathis, 2013). Todos estos insultos bloquean la 
diferenciación de los preadipocitos a adipocitos (adipogénesis) e interfieren en la 
señalización de la insulina, provocando IR, así como la desregulación del 
almacenamiento de los TAGs y, en última instancia, la muerte celular (Guilherme et al., 
2008; Ouchi et al., 2011; Mathis, 2013). En resumen, la regulación del metabolismo 





el desarrollo de enfermedades metabólicas. En este contexto, numerosas evidencias 
indican que alteraciones en la fisiología y regulación de las LDs influyen de manera 
directa en el desarrollo de dichas enfermedades (Guilherme et al., 2008; Olofsson et 
al., 2008; Greenberg et al., 2011; Krahmer et al., 2013; Konige et al., 2013). Las LDs son 
estructuras altamente dinámicas que, además de su papel en el metabolismo lipídico, 
participan en otros procesos como el almacenamiento y la degradación de proteínas, 
la replicación viral o la protección frente a bacterias (Reue, 2011; Greenberg et al., 
2011; Anand et al., 2012). Las LDs están constituidas por un núcleo de lípidos neutros 
(principalmente TAGs en adipocitos), rodeado por una monocapa de fosfolípidos (PL) a 
la que se asocian diversas proteínas (Olofsson et al., 2008; Reue, 2011; Walther y 
Farese, 2012). Estas proteínas participan en la regulación de la homeostasis lipídica y 
juegan además papeles fundamentales en la biogénesis de LDs, en la síntesis de PL y en 
la señalización intracelular (Martin y Parton, 2006; Thiele y Spandl, 2008; Walther y 
Farese, 2011; Fujimoto y Parton, 2011; Konige et al., 2013). Así, además de lipasas 
(HSL, ATGL) y enzimas relacionadas con la síntesis de TAGs (DGAT2) o de PL (ACSL1, 
CCTα), las LDs contienen proteínas como las perilipinas, que regulan el 
almacenamiento e hidrólisis de los TAGs (Brasaemle, 2007). Las LDs también presentan 
proteínas relacionadas con el tráfico intracelular y los eventos de fusión de 
membranas, como las proteínas Rab, ARF y SNAREs (Reue, 2011; Konige et al., 2013). 
Las GTPasas de bajo peso molecular Rab constituyen reguladores esenciales del tráfico 
vesicular intracelular, dirigiendo el transporte de endomembranas de manera 
altamente específica (Stenmark, 2009). En concreto, Rab18 se ha identificado en todos 
los estudios proteómicos de LDs llevados a cabo hasta el momento (Murphy et al., 
2009; Kolditz y Langin 2010; Konige et al., 2013). Notablemente, nuestros estudios 
recientes de TA humano y de diversos modelos murinos nos han permitido mostrar 
que la expresión de Rab18 aumenta en relación a la obesidad, lo que apoya su papel 
en la adaptación de los adipocitos a esta condición (Pulido et al., 2011; Pulido et al., 
2013). Adicionalmente, hemos observado que esta GTPasa, además de asociarse a las 
LDs y regular la lipolisis en respuesta a agonistas β-adrenérgicos en adipocitos 3T3-L1 
como ya describieron otros (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005), interviene 
igualmente en la lipogénesis inducida por insulina, estímulo que también incrementa la 
asociación de Rab18 a las LDs (Pulido et al., 2011). De hecho, la sobreexpresión de 
Rab18 aumenta el contenido de TAGs (y su silenciamiento, el efecto contrario) y el 
tamaño de la LDs (Pulido et al., 2011). Finalmente, demostramos que la inducción de 
lipolisis o de lipogénesis inducen el acercamiento de las Rab18-LDs al RE (Pulido et al., 
2011). Dado que se ha propuesto que el RE interviene en la biogénesis de las LDs y 





Reue, 2011), sugerimos que Rab18 podría promover el acercamiento de las LDs a las 
membranas del RE para facilitar el tráfico bidireccional de lípidos entre ambos 
orgánulos (Pulido et al., 2011). Además del RE, también se ha observado la interacción 
de otros orgánulos que están involucrados en el metabolismo lipídico, mitocondrias y 
peroxisomas, con las LDs (Murphy et al., 2009; Reue, 2011; Brasaemle y Wolins, 2012). 
Estos orgánulos cooperan en la β-oxidación de ácidos grasos e intervienen en la 
biosíntesis de lípidos (Brasaemle y Wolins, 2012). Concretamente, las mitocondrias 
presentan varias enzimas (ACS, GPAT) que, junto con otras del RE (AGPAT), catalizan la 
síntesis de TAGs (Brasaemle y Wolins, 2012). Mitocondrias y RE también intervienen en 
la síntesis de PL de las LDs (Brasaemle y Wolins, 2012; Penno et al., 2013). 
Concretamente, las mitocondrias sintetizan fosfatidiletanolamina (PE), que es 
transformada en fosfatidilcolina (PC), el PL mayoritario de las LDs. Estas reacciones 
enzimáticas suceden en colaboración con el RE a través de la vía de la PEMT, que es 
muy activa en adipocitos (Reue, 2011; Penno et al., 2013). La PC también se sintetiza 
mediante enzimas localizadas en el RE por la ruta de Kennedy (Penno et al., 2013). Por 
su parte, los peroxisomas sintetizan, en colaboración con el RE, éter-PL (Wanders y 
Waterham, 2006), incluyendo plasmalógenos (que son abundantes en la superficie de 
las LDs) lo que ha llevado a sugerir que estos orgánulos contribuyen al ensamblado de 
las LDs (Brasaemle y Wolins, 2012). De hecho, ratones KO de enzimas del peroxisoma 
relacionadas con la síntesis de plasmalógenos (Pex7, GNPAT) presentan adipocitos 
pequeños y depósitos grasos reducidos, mientras que la administración de un 
precursor de estos compuestos rescata el fenotipo normal (Rodemer et al., 2003; 
Brites et al., 2011). El conjunto de estas observaciones, junto con nuestros resultados, 
sugieren que Rab18 podría mediar la interacción de los orgánulos implicados en la 
homeostasis lipídica (RE, mitocondrias, peroxisomas) con las LDs, para facilitar el uso 
de los ácidos grasos almacenados o crecimiento de las mismas por la incorporación de 
lípidos neutros o PL. Sin embargo, hasta la fecha se conoce relativamente poco acerca 
del papel de Rab18 en estos procesos. Por tanto, el objetivo principal de la presente 
Tesis Doctoral se centró en el análisis de los mecanismos moleculares que subyacen en 
la acción de Rab18 en relación con la homeostasis de las LDs y la función de 
mitocondrias y peroxisomas, así como en la identificación de las proteínas reguladoras 
y efectoras que interaccionan con la GTPasa y que traducirán su acción en el 







MATERIAL Y MÉTODOS 
Para llevar a cabo este objetivo, hemos empleado múltiples estrategias 
encaminadas al análisis de la distribución intracelular de Rab18 en relación a las LDs, 
las mitocondrias y los peroxisomas y los efectos que conllevan las variaciones de las 
condiciones metabólicas en estas relaciones. También hemos explorado los cambios 
en la composición de la cubierta proteica de las LDs tras la estimulación de la 
lipogénesis en los adipocitos. Por último, hemos identificado proteínas que 
interaccionan con Rab18 e investigado su papel específico en la regulación del estado 
metabólico de los adipocitos. 
Para investigar la distribución intracelular de Rab18 en adipocitos bajo 
diferentes condiciones, hemos empleado la línea celular 3T3-L1 diferenciada a 
adipocitos con un cóctel hormonal y tratadas o no con el principal factor lipogénico, 
insulina (100 nM), con un agente lipolítico, el agonista de receptores β-adrenérgicos 
isoproterenol (10 μM), o la citoquina proinflamatoria TNFα (1 nM). Para el análisis de 
la relación entre las Rab18-LDs y otros orgánulos que participan en la regulación del 
metabolismo lipídico, llevamos a cabo doble inmunocitoquímica frente a Rab18 y 
marcadores específicos de las membranas del RE (DGAT2), mitocondrias (Mitotracker) 
o peroxisomas (PMP70). Las células se visualizaron mediante microscopía confocal 
antes y después de 2 ó 4 h de tratamiento con insulina 100 nM o isoproterenol 10 μM. 
La importancia del RE en la incorporación de Rab18 a la superficie de las LDs se estudió 
mediante el uso de BFA, una droga que interrumpe el tráfico entre el RE y el complejo 
de Golgi. La contribución del citoesqueleto en el reclutamiento de Rab18 a las LDs 
también se analizó tras la despolimerización de los filamentos de actina (latrunculina 
B) o los microtúbulos (nocodazol) en condiciones basales y tras tratamientos con 
insulina o isoproterenol. También monitorizamos en tiempo real la dinámica de 
mitocondrias y peroxisomas en relación con las Rab18-LDs mediante videomicroscopía 
en adipocitos 3T3-L1 vivos. Concretamente, las células fueron transfectadas mediante 
electroporación  con un vector que expresaba Rab18 marcada con una sonda 
fluorescente y cargadas con Mitotracker o co-transfectadas con un segundo vector de 
expresión que codifica el péptido señal de peroxisomas SKL fusionado a GFP. Para 
explorar la relevancia funcional de la asociación de mitocondrias y peroxisomas a las 
Rab18-LDs, medimos los niveles de ROS intracelulares y la actividad catalasa en 
adipocitos que sobreexpresaban Rab18 mediante consumo de H2O2 y 
diclorofluoresceína diacetato, respectivamente.  
El estudio de la composición de la cubierta proteica de las LDs se llevó a cabo 





fraccionamiento subcelular. Así, las células tratadas o no con insulina 100 nM durante 
4 h fueron procesadas para fraccionamiento y los extractos proteicos de las fracciones 
enriquecidas en LDs fueron identificados mediante cromatografía HPLC y 
espectrometría de masas (trampa iónica). Finalmente, para la búsqueda de las 
proteínas reguladoras y efectoras de Rab18  se utilizaron diferentes aproximaciones 
experimentales. Una de ellas consistió en la inmunoprecipitación de extractos 
proteicos de adipocitos 3T3-L1 transfectados con un plásmido que codifica cMyc-
Rab18. Una búsqueda de interactores más amplia se llevó a cabo a cabo a través del 
escrutinio en doble híbrido de levadura. En esta técnica, una cepa de levaduras 
transformada con un plásmido que codifica Rab18 fue emparejada con otra cepa de 
levaduras que expresaba una librería de cDNA obtenida de tejido adiposo subcutáneo 
de rata. Las colonias positivas fueron chequeadas por PCR y las bandas de ADN 
obtenidas se purificaron para su posterior identificación mediante secuenciación. 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
Las LDs de los adipocitos han sido consideradas durante mucho tiempo como 
simples almacenes de energía. Sin embargo, cada vez hay más evidencias que apoyan 
firmemente la idea de que estos orgánulos constituyen estructuras altamente 
dinámicas y complejas, que intervienen en numerosos procesos celulares. 
Particularmente, en adipocitos, estos orgánulos cumplen funciones fundamentales en 
la regulación del metabolismo lipídico (Reue, 2011). Muchos de los trabajos 
encaminados a establecer la naturaleza dinámica de estos orgánulos se han centrado 
en el análisis de la composición proteica de la cubierta de las LDs y han demostrado 
que, tras la estimulación lipolítica, sucede un importante remodelado de la 
composición proteica de la superficie de las LDs (Brasaemle et al., 2004; Ding et al., 
2012). De igual forma, el ensayo proteómico realizado en este estudio tras la 
estimulación lipogénica mediante el tratamiento de los adipocitos con insulina nos ha 
permitido corroborar que también ocurre un reclutamiento de nuevas proteínas a la 
superficie de las LDs, lo que pone de manifiesto la importancia de las proteínas 
asociadas a estos orgánulos como mediadores en la traducción de las acciones de la 
insulina sobre los adipocitos. Entre estas proteínas, encontramos numerosos 
componentes del citoesqueleto (i.e., tubulina, vinculina, filamina) y de proteínas de 
tráfico intracelular (i.e., proteínas SNARE y Rabs) asociados a las LDs, lo que confirma la 
naturaleza dinámica de estos orgánulos. En cuanto a las proteínas Rab, estudios 
previos además de este trabajo, han identificado 19 miembros de la familia Rab 





Rab18 como un componente abundante de la cubierta de estos orgánulos (revisado en 
Hodges et al., 2010). Dos grupos de investigación independientes fueron los primeros 
en describir la asociación de Rab18 en las LDs (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). 
Sus estudios demostraron que tanto la sobreexpresión de Rab18 como la estimulación 
de la lipolisis a través de receptores β-adrenérgicos inducida por isoproterenol 
incrementaban la asociación de esta GTPasa a la superficie de las LDs, lo que llevó a los 
autores a relacionar Rab18 con la regulación del metabolismo lipídico (Martin et al., 
2005; Ozeki et al., 2005). Por otra parte, se observó que la sobreexpresión de Rab18 
provocaba un aumento en la cantidad de membrana de RE que rodea a las LDs (Ozeki 
et al., 2005), lo que, junto a nuestros descubrimientos de que la sobreexpresión de 
Rab18 también aumentaba la actividad lipolítica de adipocitos 3T3-L1 apoyaba la 
propuesta de que esta GTPasa podría estar implicada en la movilización de los lípidos 
almacenados en las LDs (Pulido et al., 2011). Los resultados obtenidos en este estudio 
amplían estas observaciones mostrando que condiciones de deficiencia energética, 
como la inducida por deprivación de suero, constituyen el mayor inductor del 
reclutamiento de Rab18 a la cubierta de las LDs.  
Por otra parte, además del papel propuesto para Rab18 como mediador en la 
respuesta lipolítica, estudios recientes realizados en nuestro laboratorio han 
demostrado que Rab18 también está involucrada en la lipogénesis inducida por 
insulina. Así, esta hormona promueve, por una parte, la asociación de Rab18 a las LDs 
y, por otra, la interacción de las LDs cargadas con esta GTPasa con las membranas del 
RE (Pulido et al., 2011). Estos estudios, junto con los resultados observados en lipolisis, 
nos llevaron a proponer un papel dual de Rab18 en el metabolismo de las LDs como 
regulador tanto de procesos lipogénicos como lipolíticos (Pulido et al., 2011), 
probablemente mediando el acercamiento de las LDs al RE y facilitando así el tráfico 
bidireccional de lípidos entre ambos orgánulos (Pulido et al., 2011). Los experimentos 
de videomicroscopía y microscopía confocal presentados en este trabajo confirman y 
amplían los datos referentes a la interacción entre las Rab18-LDs y el RE. 
Concretamente, hemos observado que este acercamiento sucede en cuestión de 
minutos tras la administración de insulina. Además, hemos observado que tanto 
estímulos lipogénicos como lipolíticos aumentan la colocalización de las Rab18-LDs con 
subdominios del RE enriquecidos en la enzima lipogénica DGAT2, lo que sitúa a Rab18 
en zonas del RE especializadas en lipogénesis. De hecho, DGAT2 y la enzima 
FATP1/acil-CoA sintetasa forman un complejo que actúa en la interfase RE-LD 
permitiendo el acoplamiento físico y funcional entre la síntesis de TAGs y su deposición 





el virus del Dengue, que requiere de la participación del RE y las LDs para su 
replicación, ha demostrado la presencia de la enzima lipogénica FAS (fatty acid 
synthase) en estos orgánulos y la necesidad de Rab18 para su actividad (Tang et al., 
2014), lo que refuerza la idea de la implicación de esta GTPasa en los procesos de 
lipogénesis. 
En línea con esto, la identificación de la proteína LPPR3 como posible interactor 
de Rab18 mediante Y2H e inmunoprecipitación, refuerza nuestra hipótesis sobre la 
relación de esta GTPasa con la maquinaria responsable de la síntesis lipídica. 
Específicamente, LPPR3 es una fosfatasa que cataliza la formación de DAG, que 
constituye el sustrato tanto para la síntesis de novo de lípidos como para la síntesis de 
los fosfolípidos mayoritarios de las LDs (PC y PE) a través de la ruta de Kennedy (Bräuer 
et al., 2003). Por tanto, nuestros datos sugieren que, mediante el reclutamiento de 
LPPR3, Rab18 podría facilitar la síntesis de DAG, proporcionando así el sustrato para 
DGAT2 y, con ello, la síntesis de TAGs.   
Nuestros estudios de videomicroscopía y microscopía confocal revelaron que 
los tratamientos con insulina o con isoproterenol provocaron un aumento de la 
presencia de mitocondrias y peroxisomas en torno a las Rab18-LDs. Está ampliamente 
aceptado el papel de las proteínas Rab en el tethering, anclaje y fusión de membranas 
intracelulares mediante su acción concertada con la maquinaria molecular responsable 
de estos procesos. Nuestros resultados sugieren que Rab18 podría facilitar el 
acercamiento físico de las mitocondrias a áreas concretas de la superficie de las LDs. 
En base al papel de las mitocondrias en la β-oxidación de ácidos grasos, la asociación 
de las mitocondrias a las LDs inducida por isoproterenol podría tener lugar para 
facilitar la transferencia de ácidos grasos desde las LDs a las mitocondrias, lo que 
estaría de acuerdo con la propuesta de un papel común para Rab18 en el tráfico de 
lípidos entre distintos compartimentos celulares (Ozeki et al., 2005; Martin et al., 
2005; Pulido et al., 2011). En el caso del efecto en la relación mitocondrias/LDs 
inducido por insulina, nuestros resultados y los de otros autores apoyan la existencia 
de un acoplamiento entre los procesos de lipolisis y lipogénesis en respuesta a 
isoproterenol. En este escenario, la energía resultante de la β-oxidación de los ácidos 
grasos derivados de la hidrólisis de los TAGs inducida por isoproterenol podría servir, 
entre otros procesos, para promover la lipogénesis subsecuente. Otra posibilidad es 
que las mitocondrias proporcionen los PL necesarios para la expansión de la superficie 
de las LDs, proceso que debe ocurrir en paralelo con la incorporación de TAGs en las 
LDs inducida por estímulos lipogénicos. Específicamente, las mitocondrias representan 





la monocapa de fosfolípidos que delimita las LDs (Chitraju et al., 2012). Esto, junto con 
la identificación de la proteína de unión a PE (PEBP1) en la cubierta de las LDs en 
adipocitos estimulados con insulina, sugiere que la PE podría ser el fosfolípido que 
aportara la mitocondria a la gota en el aumento del tamaño de las LDs inducido por 
lipogénesis. 
Como se ha mencionado anteriormente, los peroxisomas también se 
aproximan a las LDs en respuesta a estímulos tanto lipogénicos como lipolíticos. En 
particular, los peroxisomas son los responsables de la β-oxidación de ácidos grasos de 
cadena muy larga, que son los componentes de diversos TAGs, ésteres de colesterol o 
fosfolípidos (Jai et al., 2007). Estos orgánulos también participan en la biosíntesis de 
éter-fosfolípidos, particularmente plasmalógenos (Wanders y Waterham, 2006), que 
son importantes componentes de la superficie lipídica de las LDs y esenciales para su 
formación y mantenimiento (Brites et al., 2011). Por otra parte, los peroxisomas están 
directamente involucrados en la protección de las células frente a los efectos deletéros 
causados por las especies reactivas de oxígeno (ROS) (Schrader y Fahimi, 2006). Niveles 
elevados de Rab18 (y su subsecuente asociación a las LDs) provocaron un aumento 
significativo de la actividad catalasa además de una disminución de los niveles de ROS 
intracelulares, lo que sugiere que, Rab18, o el acercamiento de peroxisomas a LDs 
mediado por la GTPasa, podría favorecer la actividad de los peroxisomas. 
En conjunto, los resultados sobre la dinámica del RE, de las mitocondrias y de 
los peroxisomas con respecto a las Rab18-LDs, permiten sugerir un papel general de la 
GTPasa en el posicionamiento de dichas gotas en relación a los orgánulos involucrados 
en la regulación del metabolismo lipídico, con el fin de acoplar la remodelación de las 
LDs (i.e., incorporación y/o movilización de TAGs y otros lípidos complejos) a otros 
procesos celulares que tienen lugar en dichos orgánulos. Teniendo en cuenta la 
relación espacial y funcional de estos orgánulos existente entre RE y mitocondrias y 
peroxisomas (Lynes y Simmens, 2011), y entre Rab18-LDs y estos tres compartimentos 
celulares, cabe la posibilidad de que esta GTPasa pueda jugar un papel importante en 
la interfaz entre dichos orgánulos, sirviendo como puente entre las LDs y zonas 
concretas del RE relacionadas con mitocondrias (i.e., las MAM) y peroxisomas.  
Las proteínas Rab actúan en conjunción con un amplio rango de proteínas 
accesorias (los efectores de proteínas Rab) que son los responsable de traducir la 
función específica de las proteínas Rab en la organización del sistema de 
endomembranas (Stenmark, 2009). Así pues, en este trabajo hemos llevado a cabo una 
estrategia múltiple para identificar interactores específicos de esta GTPasa mediante 





quinasa MAST3 como proteína efectora de Rab18. Esta proteína es una Ser/Thr 
quinasa que inhibe al inhibidor de la PI3K, PTEN, permitiendo, por tanto, que la 
señalización intracelular mediada por insulina sea más duradera (Valiente et al., 2011). 
En este contexto, nuestros estudios funcionales mostraron que la sobreexpresión de 
Rab18 incrementa los niveles de fosforilación de PTEN en adipocitos 3T3-L1 tratados 
con insulina y, consecuentemente, una mayor activación de Akt a lo largo del tiempo. 
Adicionalmente, nuestro ensayo de Y2H permitió la identificación de la E3 ubiquitin-
protein ligase CBL-B, como posible interactor de Rab18. Esta proteína es la responsable 
de la ubiquitinación de p85, la subunidad reguladora de la PI3K (Fang et al., 2001). Así 
pues, el conjunto de nuestros resultados apoya que Rab18 puede modular la acción de 
la insulina en adipocitos mediante la regulación de la actividad de componentes clave 
en la ruta de señalización intracelular mediada por insulina. 
Otra proteína identificada en este trabajo que actúa como regulador negativo 
de Rab18 es GDI2, que impide la asociación de esta GTPasa a la superficie de las LDs y 
reduce lipogénesis y, en menor medida, lipolisis. 
En resumen, los datos presentados en este trabajo, junto con los resultados 
previos, indican que Rab18 es un componente clave de la cubierta proteica de las LDs 
en adipocitos, donde podría actuar como mediador en la transducción y respuesta 
adaptativa de estas células en condiciones de exceso energético (insulina) o deficiencia 
(estimulación β-adrenérgica). Además, nuestros resultados sugieren que, en un 
ambiente lipogénico, Rab18 podría facilitar la incorporación de TAGs en las LDs 
mediante su posicionamiento en cercanía a subdominios de las membranas del RE 
enriquecidos en DGAT2 a través de su interacción física con la enzima lipogénica 
LPPR3, mitocondrias y peroxisomas, para acoplar el remodelado de las LDs 
(incorporación y/o movilización de TAGs y otras formas lipídicas) con otros procesos 

































































1.1. El tejido adiposo 
Durante mucho tiempo se ha considerado al tejido adiposo como un almacén 
pasivo de lípidos. Sin embargo, en la actualidad se acepta que constituye un depósito 
energético altamente dinámico, encargado de almacenar el exceso de energía en 
forma de triglicéridos (TAG) y gestionarlo en periodos de deficiencia nutricional de una 
forma estrictamente regulada. Por otra parte, el tejido adiposo también representa un 
sitio fundamental de captación de glucosa, que se utiliza con una doble finalidad: la 
producción de energía para el funcionamiento celular y la síntesis del glicerol 
requerido para la esterificación de los ácidos grasos y su almacenaje (revisado en 
Malagón et al., 2013). Además de intervenir en la gestión de las reservas energéticas, 
el tejido adiposo actúa como un órgano endocrino, ya que produce una amplia gama 
de moléculas señalizadoras, las adipoquinas, encargadas de regular procesos tan 
relevantes como el control de la ingesta y la homeostasis energética, la inmunidad o la 
función cardiovascular (Kershaw y Flier, 2004). Los niveles de adipoquinas, que 
fluctúan en relación a la cantidad de masa grasa, comunican al tejido adiposo con otros 
órganos, como cerebro, músculo e hígado para coordinar la homeostasis energética 
(Trayhurn y Wood, 2004). Entre las adipoquinas más conocidas se encuentran la 
adiponectina, que ejerce efectos facilitadores de la acción de la insulina en diferentes 
células diana (Ahima y Lazar, 2008), la leptina, que juega un papel esencial en la 
regulación del peso corporal actuando sobre la ingesta y el gasto energético (Oswal y 
Yeo, 2010; Mantzoros et al., 2011), o la resisitina, considerada una citoquina 
proinflamatoria (Jamaluddin et al., 2012). 
El tejido adiposo es un órgano complejo que se distribuye en múltiples 
localizaciones discretas, con grandes acumulaciones reconocidas como depósitos 
específicos con propiedades metabólicas secretoras y características moleculares 
distintas. Los principales depósitos grasos, constituidos por tejido adiposo blanco 
(WAT), incluyen la grasa visceral o intra-abdominal (VAT) y la subcutánea (SAT), situada 
bajo la piel a lo largo de todo el cuerpo (Kelley et al., 2000). Estos depósitos presentan 
importantes diferencias en cuanto a su actividad metabólica: VAT presenta una mayor 
sensibilidad a catecolaminas y glucocorticoides y por tanto, mayor actividad lipolítica 
comparado con SAT, mientras que este último se caracteriza por una mayor 
sensibilidad a insulina y a las drogas antidiabéticas tiazolidineodionas (TZD) 
(Wajcheberg, 2000). Además, los preadipocitos de SAT presentan una mayor capacidad 
de diferenciación y una menor tasa apoptótica en comparación con los de VAT 
(Tchkonia et al., 2005). Estas diferencias también se extienden a su perfil secretor, así 





(Fain et al., 2004), mientras que SAT secreta mayores niveles de adiponectina (Phillips 
et al., 2008).  
Además de WAT, los mamíferos contienen un segundo tipo de tejido adiposo, 
el tejido adiposo marrón (BAT), con características metabólicas, celulares y 
bioquímicas diferentes de las del WAT. A diferencia del WAT, que está diseñado 
específicamente para el almacén de energía, el BAT se encarga de mantener la 
temperatura corporal vía termogénesis sin escalofrío mediante la disipación de la 
energía almacenada en forma de calor. Esta propiedad es debida a la expresión de la 
proteína desacoplante 1 (UCP1), que desvincula la fosforilación oxidativa de la síntesis 
de ATP, resultando en la generación de calor. En neonatos, que presentan una gran 
capacidad termogénica (Clarke et al., 1997), se han detectado grandes cantidades de 
BAT, localizadas predominantemente alrededor de los órganos internos y en las 
regiones intercapsular y supraclavicular (Aherne y Hull, 1966), constituyendo en 
conjunto entre el 2 y 4% del peso al nacer (Alexander y Bell, 1975; Hull y Segall, 1965). 
Recientemente se ha demostrado que los humanos adultos también poseen grasa 
marrón funcional, aunque en cantidades variables en relación con la edad, el género, la 
temperatura y el peso corporal (Virtanen et al., 2009). En relación con este 
descubrimiento, con posterioridad se ha descrito la existencia de un tercer tipo de 
grasa, la grasa “beige” o “brite” que, como BAT, tiene capacidad termogénica, aunque 
presenta un patrón de expresión génica diferente a los adipocitos marrones clásicos. 
De hecho, se ha propuesto que los adipocitos de grasa beige, que aparecen 
entremezclados entre los adipocitos de WAT, se corresponderían realmente con la 
grasa marrón observada en individuos adultos (Wu et al., 2012). Estos adipocitos beige 
o inducibles están programados para ser bifuncionales, es decir, son empleados como 
almacén energético en ausencia de estímulos termogénicos pero, cuando reciben las 
señales apropiadas, son capaces de producir calor (Wu et al., 2012). A diferencia de los 
adipocitos marrones, que derivan de células de linaje muscular caracterizadas por la 
expresión del factor de transcripción miogénico 5 (myf-5), los adipocitos beige y los 
adipocitos blancos compartirían un origen común (Wu et al., 2012). 
 
1.2. Composición celular del tejido adiposo: adipocitos y 
fracción de estroma vascular 
Los adipocitos constituyen el principal componente celular del tejido adiposo. 
Estas células se encuentran inmersas en una matriz de colágeno en la que también 





sanguíneas y tejido vascular que, en conjunto, constituyen la denominada fracción de 
estroma vascular (SVF) (Frayn et al., 2003). Todos estos componentes son esenciales 
para el mantenimiento de la función del tejido adiposo.  
Concretamente, los adipocitos son células esféricas, de tamaño muy variable, 
que puede oscilar entre 20 y 200 µm de diámetro. Los adipocitos blancos son células 
uniloculares caracterizadas por contener una gran gota lipídica central (lipid droplet; 
LD), y un núcleo plano localizado en la periferia celular (Bloor y Symonds, 2014). Así, su 
principal función es la acumulación de energía en estos orgánulos especializados, las 
LDs, que almacenan TAGs, diglicéridos (DAGs), fosfolípidos, ácidos grasos no 
esterificados y colesterol (Murphy, 2001; Kuerschner et al. 2008). La utilización de 
estas reservas energéticas está estrictamente regulada por distintos sistemas que 
actúan de manera coordinada para originar una respuesta celular adecuada a los 
estímulos extracelulares. Así, en condiciones de deficiencia energética, los TAGs son 
rápidamente hidrolizados y los ácidos grasos resultantes son liberados a la circulación 
para ser transportados hasta otros tejidos, donde son utilizados como fuente 
energética (revisado en Duncan et al., 2007). En la situación contraria, tras la ingesta, 
los ácidos grasos procedentes de la dieta son esterificados y los TAGs resultantes son 
almacenados en la LD característica de este tipo celular. A pesar de estar 
prácticamente ocupados por grasa, los adipocitos también son ricos en orgánulos, que 
se localizan en la estrecha franja periférica que rodea la LD central. 
Entre los componentes de la SVF se encuentran las células madre 
mesenquimales (MSCs) y los preadipocitos, que darán lugar a la renovación de las 
células maduras del tejido (Rodeheffer et al., 2008). Se ha demostrado que, en 
humanos, el incremento del tejido adiposo en adultos conlleva fundamentalmente un 
aumento del tamaño de los adipocitos preexistentes (Bjorntorp, 1974; Spalding et al., 
2008), si bien los adipocitos adultos muestran una importante tasa de renovación, 
tanto en individuos delgados como en obesos (Spalding et al., 2008; van Harmelen et 
al., 2003). El proceso de formación de adipocitos, o adipogénesis, constituye un 
proceso complejo que implica la acción coordinada de numerosos factores de 
transcripción, efectores extracelulares y rutas de señalización intracelular (revisado en 
Fève, 2005; Rosen y MacDougald, 2006; Lefterova y Lazar, 2009; Christoloudides et al., 
2009; White y Stephens, 2010), los cuales conducen las fases sucesivas de este 
proceso: determinación y parada del crecimiento celular, expansión clonal y 
diferenciación terminal (Otto y Lane, 2005). Así, se ha implicado a la ruta de 
señalización de las proteínas Wingless (Wnt) en la regulación del mantenimiento de las 





diferenciación de los preadipocitos (revisado en Christoloudides et al., 2009). Por su 
parte, está bien establecido que la diferenciación de los preadipocitos en las etapas 
iniciales de la adipogénesis, tras la parada en la fase del ciclo G0-G1, es inducida por 
estímulos hormonales, los cuales causan la expresión inmediata de los miembros de la 
familia CCAAT/enhancer-binding proteins (C/EBPs) C/EBPβ y δ, que inducen la 
expansión clonal mitótica de los preadipocitos y, a continuación, la expresión de dos 
factores adipogénicos principales, el receptor de activación de proliferación de 
peroxisomas (peroxisome proliferator-activated receptor gamma; PPARγ) y de C/EBPα 
(revisado en Christoloudides et al., 2009). Estos dos últimos factores estimulan su 
propia transcripción, además de inducir la activación de numerosos efectores 
intracelulares que definirán finalmente el fenotipo adipocitario (revisado en Lefterova 
y Lazar, 2009; Christoloudides et al., 2009). Además de estos factores, se han 
identificado otras proteínas que intervienen en el proceso de adipogénesis como 
SREBP-1, factores de tipo Krüppel (KLF), STAT5, Rev-erbα, IRF3/4, etc. y proteínas 
reguladoras del ciclo celular (revisado en Rosen y MacDougald, 2006; Lefterova y Lazar, 
2009; Christoloudides et al., 2009; White y Stephens, 2010) y se ha establecido 
igualmente la influencia de hormonas, citoquinas, factores de crecimiento y nutrientes 
en este proceso (revisado en Fève, 2005).  
 
1.2.1. Regulación del metabolismo lipídico en adipocitos 
El almacenamiento y la utilización de la reserva energética contenida en las LDs 
están sometidos a un complejo sistema de regulación multifactorial. Así, la insulina es 
el principal regulador endocrino de los procesos de almacenamiento mientras que la 
lipolisis está regulada por varias señales hormonales, principalmente catecolaminas y 
péptidos natriuréticos (Czech et al., 2013; Moro et al., 2004). Los mecanismos de 
actuación de estos reguladores se describen en la Fig. 1. A continuación se describen 
éstos y otros reguladores que intervienen en la regulación del metabolismo lipídico en 






Figura 1. Principales reguladores del metabolismo lipídico en adipocitos. Catecolaminas y 
péptidos natriuréticos regulan el proceso de lipolisis incrementando los niveles intracelulares 
de AMPc y GMPc, respectivamente, que activan las lipasas que hidrolizan los TAGs acumulados 
en el interior de las LDs. Este proceso es inhibido por la insulina que disminuye los niveles de 
AMPc, a la vez que aumenta la actividad lipogénica celular. Tomado de Czeck et al., 2013. 
 
- Insulina  
La insulina es la hormona anabólica más importante, capaz de promover la 
síntesis y almacenamiento de carbohidratos, lípidos y proteínas e inhibir su 
degradación (Saltiel y Kahn, 2001). Su función fundamental en la mayoría de los tejidos 
periféricos es incrementar la captación de glucosa, disminuyendo de esta manera la 
concentración de glucosa en sangre (Frayn et al., 2003). En adipocitos, la insulina 
estimula tanto la captación de ácidos grasos como de glucosa, la cual es utilizada para 
la síntesis del glicerol necesario para la esterificación y almacenamiento de los ácidos 
grasos en forma de TAGs (Ducharme y Bickel, 2008; Krahmer et al., 2013). Además, la 
insulina ejerce un potente efecto inhibidor de la lipolisis, por lo que no sólo favorece el 
almacenamiento de lípidos sino que también disminuye los niveles circulantes de 
ácidos grasos.  
La señalización por insulina se inicia a través de su unión a un receptor tirosina 
quinasa, el receptor de insulina (IR), cuya activación provoca su autofosforilación y la 
fosforilación en residuos de tirosina (Tyr) de las proteínas conocidas como sustratos 
del receptor de insulina (IRS), y de las proteínas Cbl y Shc (Pessin y Saltiel, 2000; White, 
2003). Las proteínas IRS se unen directamente al motivo fosforilado del IR activado a 
través de un dominio de unión a fosfotirosina (PTB). Estas proteínas se caracterizan 





sitios potenciales de fosforilación en Tyr en su región central y el extremo C-terminal, 
que al ser activados por el IR, proporcionan sitios de unión para proteínas efectoras 
intracelulares con dominios SH2 (Src homology 2). Entre ellas se incluyen Grb2 y Nck, 
proteínas adaptadoras pertenecientes a la familia Src de Tyr quinasas citoplasmáticas 
(Fyn y Csk), la proteína Tyr fosfatasa SHP2 y la subunidad reguladora (p85) de la 
fosfatidilinositol-3-quinasa (PI3K) de tipo 1A. La interacción del IRS fosforilado y Shc 
con Grb2 activa la ruta Ras/MAPK (Bevan, 2001), que media los efectos mitogénicos de 
la insulina. Por su parte, la interacción entre dos dominios SH2 de la subunidad 
reguladora de la PI3K y los motivos fosfotirosina del IRS induce el reclutamiento y 
activación de la subunidad catalítica (p110) de dicha enzima, dando lugar a 
fosfatidilinositol 3,4,5-trifosfato (PIP3), que genera sitios de reconocimiento para 
proteínas que contienen el dominio PH. De esta forma, sirve de anclaje para las 
quinasas de serina/treonina PDK1 y Akt/proteína quinasa B (PKB) (Kanzaki, 2006; 
Pessin y Saltiel, 2000) y facilita la interacción de Akt con sus quinasas reguladoras, 
PDK1 y el complejo mTOR-Rictor (Hresko y Mueckler, 2005; Kanzaki, 2006), 
provocando la fosforilación de Akt en los residuos Thr-308 y Ser-473, respectivamente, 
y su activación. El principal regulador de las acciones metabólicas de la insulina es la 
proteína Akt, encargada de la fosforilación y la regulación de numerosos sustratos 
(Manning y Cantley, 2007). Entre ellos, se encuentra la proteína activadora de Rab 
GTPasas, AS160 (Sano et al., 2007). La fosforilación de AS160 provoca su inhibición, lo 
que a su vez permite la activación de varias proteínas Rab que intervienen en el tráfico 
del transportador de glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática (Kanzaki, 2006). 
Otro sustrato de Akt es la tuberina (TSC2), también inhibida por fosforilación, la cual 
forma un complejo con la hamartina (TSC1) (Harris y Lawrence, 2003). Dicho complejo 
inhibe al regulador de crecimiento mTOR, por lo que la regulación negativa del 
complejo TSC1/2 por Akt conduce finalmente a la activación del complejo mTOR-
Raptor (mTORC1) (Huang y Manning, 2009), el cual se ha demostrado que, además de 
estimular la lipogenesis y promover el almacenamiento de lípidos en adipocitos, 
suprime la lipolisis a través de la inhibición de los niveles de ARNm de la lipasa de 
TAGs, la desnutrina/ATGL. (Chakrabarti et al., 2010). Ésta no es la única vía por la que 
Akt es capaz de inhibir la lipolisis. De hecho, la activación de Akt también provoca la 
fosforilación y activación de la fosfodiesterasa 3B (PDE), lo que conlleva a la reducción 
de los niveles de AMP cíclico (AMPc) y de la actividad de la proteína quinasa A (PKA), 
mediadora fundamental en el proceso lipolítico. (Eriksson et al., 1995). Además, se han 
identificado recientemente otros sustratos fosforilados por Akt, como la proteína 
quinasa dependiente de AMP, AMPK, que media los efectos positivos de la insulina 





al., 1994). Los mecanismos de señalización de insulina en tejido adiposo estimulan la 
entrada de los ácidos grasos y su conversión a TAGs, la principal forma de almacén de 
lípidos en humanos. Concretamente, la entrada de ácidos grasos del espacio 
extracelular requiere la liberación de la albúmina o de las lipoproteínas que los 
transportan por acción de la lipoproteína lipasa (LPL) para ser posteriormente 
internalizados por translocasas de ácidos grasos (Ehehalt et al., 2006)  como FAT/CD36 
(Lafontan, 2008). En adipocitos, se ha propuesto la contribución de las caveolas a la 
síntesis de TAGs (Ost et al., 2005). De hecho, se ha demostrado la presencia del 
marcador de caveolas, caveolina-1, en la superficie de las LDs y su transporte hasta la 
membrana plasmática en respuesta a ácidos grasos, a los cuales se ha demostrado que 
se une (Parton y Simons, 2007; Pol et al., 2004) (Fig. 2). Se ha propuesto que caveolina-
1 podría estar implicada en la incorporación de los ácidos grasos regulando la 
disponibilidad de FAT/CD36 en la superficie (Lafontan, 2008). 
 
Figura 2. Entrada de ácidos grasos a través de su unión a CD36 en dominios de la membrana 
plasmática ricos en caveolina-1. Los ácidos grasos difunden lateralmente en la membrana 
plasmática y a través de flip-flop llegan a la cara interna de la membrana donde son 
esterificados por la proteína transportadora de ácidos grasos FATP1. Tomado de Thompson et 
al., 2010. 
 
Una vez en el interior celular, es necesaria la activación de los ácidos grasos 
mediante su esterificación con coenzima A (CoA). Este proceso ocurre en una reacción 
de dos pasos dependiente de ATP que es catalizada por la enzima acil-CoA sintetasa 
(ACS) (Ellis et al., 2010). Se han descrito al menos tres miembros de la familia ACS que 
se asocian a las LDs: ACSL1, ACSL3 y ACLS4. La inhibición de estas ACSLs con Triacsina C 
(Tomoda et al., 1987) reduce la síntesis de TAGs (Igal et al., 1987) e inhibe 
completamente la formación de las LDs estimulada por ácidos grasos (Kassan et al., 





por dos enzimas localizadas en el retículo endoplásmico (RE): la glicerol-3-fosfato 
aciltransferasa (GPAT) y la sn-1-acilglicerol-3-fosfato aciltransferasa (AGPAT). La 
primera une glicerol-3-fosfato al ácido graso, generando así ácido lisofosfatídico, que 
es el sustrato de la segunda enzima, la sn-1-acilglicerol-3-fosfato aciltransferasa, que 
da lugar a ácido fosfatídico, el intermediario central en la síntesis de TAGs. El siguiente 
paso lo lleva a cabo la fosfatasa del ácido fosfatídico (PAP/lipin) que cataliza la 
formación de DAGs que serán convertidos en TAGs gracias a la reacción de 
esterificación mediada por las enzimas diacilglicerolaciltranferasas (DGAT). En la Fig. 3 
se muestra la cascada de reacciones implicadas en la síntesis de TAGs.  
  
Figura 3. Síntesis de TAGs de novo. En el esquema se representan la cascada de reacciones y 
las enzimas implicadas en la síntesis de TAGs. Tomado de Wilfling, 2013. 
 
La activación de la cascada de señalización de la insulina, también pone en 
marcha diversos mecanismos involucrados en revertir dicha señalización que actúan 
fundamentalmente sobre los residuos de Tyr y/o Ser de los distintos componentes de 
dicha cascada. De esta forma, la tirosina fosfatasa PTPB1 regula negativamente al 
receptor de insulina (Pessin y Saltiel, 2000; White, 2003) y las quinasas S6K, ERK y JNK 
inactivan a IRS mediante fosforilación en residuos de Ser. Estos dos puntos de 
regulación de la ruta aparecen alterados en condiciones de resistencia a insulina, 
donde se han encontrado niveles de expresión elevados de PTP1B y un aumento de la 





actividad de la PI3K está regulada por la fosfatasa PTEN (phosphatase and tensin 
homolog) que, tras la terminación de la activación del IR, media la rápida 
desfosforilación de PIP3, lo que resulta en el desensamblaje de las proteínas reclutadas 
a membrana por el dominio PH, que vuelven de nuevo al citoplasma (Hodakoski et al., 
2014). En cuanto a la actividad de Akt, ésta está regulada fundamentalmente por 
desfosforilaciones mediadas por proteínas como la fosfatasa 2 (PP2A) (Kuo et al., 2008) 
o PHLPP (Gao et al., 2005). 
 
-Catecolaminas y péptidos natriuréticos 
La hidrólisis activa de los lípidos almacenados en las LDs para liberar glicerol y 
ácidos grasos a la circulación sucede en condiciones de escasez de nutrientes y en 
respuesta al ejercicio. El glicerol y los ácidos grasos liberados son utilizados en el 
hígado para los procesos de gluconeogénesis y cetogénesis, respectivamente, mientras 
que, en el músculo, los ácidos grasos se utilizan para la obtención de energía en forma 
de ATP tras su β-oxidación en mitocondrias (Ducharme y Bickel, 2008). Este proceso de 
hidrólisis está estrictamente regulado, entre otros factores, por catecolaminas y 
péptidos natriuréticos (Villena et al., 2004). Mientras que la primera es la ruta más 
estudiada y se ha encontrado alterada en obesidad (Lafontan y Langin, 2009), la 
lipolisis estimulada por péptidos natriuréticos es activada tras exposición a frío, 
incrementando la actividad termogénica del tejido adiposo blanco mediante la ruta 
dependiente de la quinasa p38 activada por mitógenos (MAPK) (Bordicchia et al., 
2012). Estos reguladores inducen el proceso de lipolisis aumentando los niveles 
intracelulares de AMPc (en el caso de catecolaminas) o GMPc (péptidos natriuréticos), 
activando a las lipasas que hidrolizan los TAGs acumulados en el interior de las LDs: la 
lipasa de TAG de adipocitos (ATGL) que cataliza el paso de TAG a DAG, y la lipasa 
sensible a hormonas (HSL), que presenta una gran afinidad por DAG (Ducharme y 
Bickel, 2008). Por otra parte, la expresión de la monoacilglicerol lipasa (MGL), que 
completa el último paso del proceso de lipolisis, es constitutiva en tejido adiposo y su 
actividad no está regulada (Jaworski et al., 2007). 
 
-Regulación por catecolaminas  
Las catecolaminas ejercen su función estimuladora de la lipolisis tras su unión a 
receptores β-adrenérgicos acoplados a proteínas Gs, predominantemente a través de 
los receptores β1 y β2 en tejido adiposo humano, y β3 en roedores (Lonnqvist et al., 





provoca un incremento en los niveles de AMPc y la activación de la PKA (Razani y 
Lisanti, 2001). Esta quinasa es la principal mediadora de los efectos de la estimulación 
lipolítica por catecolaminas a través de la fosforilación de varias proteínas implicadas 
en la hidrólisis de los TAGs. Así, la PKA fosforila a una de las proteínas que están 
presentes en la monocapa de fosfolípidos que rodea a las LDs, la perilipina (PLIN), que 
está asociada a la superficie de estos orgánulos de manera constitutiva (Wolins et al., 
2006a). Tras la fosforilación, PLIN, que en condiciones basales se encuentra asociada al 
coactivador de ATGL, CGI-58, libera este factor, permitiendo su interacción con ATGL y, 
con ello, la activación de la hidrólisis de los TAGs del interior de las LDs (Granneman et 
al., 2007; Yamaguchi et al., 2007). Por otro lado, la PKA también fosforila a la HSL en 3 
sitios (Ser-563 -inactivo-, Ser-659 y Ser-660) causando su activación y con ello su 
interacción con FABP4 (Shen et al., 2001), una proteína citosólica que participa en el 
transporte intracelular de ácidos grasos y ácido retinoico (Matarese y Bernlohr, 1988). 
En particular, FABP4 actúa como chaperona para facilitar la entrada de ácidos grasos y 
la lipolisis (Furuhashi y Hotamisligil, 2008), además de promover la salida de ácidos 
grasos hacia el exterior celular. Otra proteína que interacciona con HSL es la proteína 
lipotransina, un miembro de la familia katanina que facilita la translocación y anclaje 
de HSL a la superficie de la LDs (Syu y Saltiel, 1999). Así, el complejo formado por HSL y 
FABP4 se transloca desde el citosol hasta la superficie de las LDs donde HSL 
interacciona con el extremo amino terminal de PLIN y cataliza la hidrólisis de lípidos 
(Smith et al., 2007; Brasaemle et al., 2000). Por último, la MGL, requerida para la 
hidrólisis final de los 2-monoglicéridos derivados de la acción de la HSL, cataliza la 
liberación de ácidos grasos y glicerol (Fredrikson et al., 1986). Adicionalmente, se han 
descrito otras lipasas implicadas en la lipolisis de adipocitos, entre las que cabe 
destacar algunos miembros de la familia PNPLA, como la adiponutrina, PNPLA4 o 
PNPLA5 (Lake et al., 2005). Una activación prolongada de la lipolisis induce 
modificaciones tanto de la distribución de las proteínas asociadas a las LDs como del 
tamaño de éstas, ya que conlleva una disminución del tamaño de las LDs, proceso 
dependiente de la fosforilación de PLIN en el residuo Ser-492 (Marcinkiewicz et al., 
2006), lo que favorece la acción de las lipasas ya que incrementa la superficie 
disponible para su actuación. La hidrólisis del AMPc a AMP por fosfodiesterasas es el 
primer paso de la terminación del proceso lipolítico. Como consecuencia de esto, la 
proteína CGI-58 se disocia de ATGL, volviendo a unirse a PLIN, y HSL vuelve al citosol, 
donde es inactiva. Todo esto provoca finalmente la disminución de la actividad 
lipolítica celular (Lafontan y Langin, 2009). Por otra parte, la actividad lipolítica 
estimulada por catecolaminas también puede ser inhibida por varias rutas, entre ellas 





(Gi) que inactivan la AC. Con ello disminuyen los niveles intracelulares de AMPc, y, en 
consecuencia, la actividad de la PKA (Egan et al., 1992). No obstante, el principal 
regulador con un efecto antilipolítico más potente es la insulina. Esta hormona, a 
través de la ruta PI3K/Akt, activa la fosfodiesterasa 3B, disminuyendo la concentración 
de AMPc intracelular y, con ello, la actividad de la PKA (Lafontan y Langin, 2009). 
Además, la insulina también es capaz de inhibir la lipolisis a través de la activación de la 
proteína fosfatasa 1, que actúa sobre HSL desactivándola, lo que conlleva también a 
una disminución de la actividad lipolítica celular (Jaworski et al., 2007). 
 
-Regulación por péptidos natriuréticos 
La estimulación de la lipolisis por péptidos natriuréticos parece ser 
especialmente relevante cuando los receptores β-adrenérgicos están bloqueados 
(Moro et al., 2004). La estimulación de la lipolisis se ejerce a través de su unión a la 
isoforma A activa del receptor de péptidos natriuréticos, lo que provoca un incremento 
en los niveles GMPc y con ello, la activación de la proteína quinasa G (PKG), que 
fosforila las mismas dianas que PKA, HSL y PLIN, de forma independiente a la 
estimulación β-adrenérgica (Moro et al., 2004; Sengenes et al., 2000; Sengenes et al., 
2003). Su papel en el incremento de la termogénesis del tejido adiposo junto con el 
hecho de que su expresión está disminuida en obesidad (Bordicchia et al., 2012; Wang 
et al., 2004), hace de la ruta de señalización del receptor A de péptidos natriuréticos 
una potencial diana terapéutica. 
 
-TNFα 
Una ruta alternativa de regulación de la lipolisis tiene lugar a través de la 
citoquina proinflamatoria TNFα, que además provoca resistencia a insulina en 
adipocitos (revisado en Thompson et al., 2010). Esta citoquina actúa a través de su 
receptor 1 en adipocitos, lo que produce la activación de las quinasas ERK y JNK (Ryden 
et al., 2002). Su actuación sobre la lipolisis es múltiple. Por una parte, inhibe la 
señalización de insulina a través de la fosforilación en Ser de IRS-1, lo que limita su 
fosforilación en Tyr y, por tanto, termina la señal (Gual et al., 2005; Fujishiro et al., 
2003). Por otra parte, disminuye la expresión de todas las formas de inhibidores de 
proteínas G (Gαi) en adipocitos de roedores incrementando así la actividad de la AC y 
la lipolisis (Gasic et al., 1999), aunque esta ruta no se ha visto en células humanas 
tratadas con TNFα. Finalmente, ERK y JNK disminuyen la expresión de PLIN e 





debido a la disminución de la transcripción de PDE3B mediante ERK lo que resulta en 
un incremento de los niveles de AMPc y la activación de la PKA (Zhang et al., 2002). 
Así, la disminución de la expresión de PLIN por TNFα resulta en un incremento de la 
lipolisis basal y en una disminución de la lipolisis estimulada (Ryden et al., 2002; Souza 
et al., 2003). 
 
-Ghrelina 
Recientemente se ha descrito el papel de la ghrelina, un péptido derivado del 
estómago, en la estimulación de la adiposidad del tejido adiposo. Concretamente, este 
péptido actúa sobre adipocitos blancos y marrones promoviendo la adipogénesis y la 
entrada de glucosa, además de inhibir la lipolisis (Granata y Ghigo, 2013). Estudios 
recientes en ratones deficientes en la proteína supresora de tumores p53 sugieren que 
las acciones de la ghrelina sobre WAT están mediadas por esta proteína (Porteiro et 
al., 2013). 
 
-Péptido similar al glucagón tipo 1 (GLP-1) 
GLP-1 es una hormona que contribuye al control de la homeostasis de la 
glucosa por su acción insulinotrópica. Experimentos con la línea celular 3T3-L1 han 
mostrado un efecto dual, dosis-dependiente, de GLP-1 sobre lipogénesis y lipolisis. 
Concretamente, su acción estimuladora de lipolisis en adipocitos 3T3-L1 se produce 
mediante la activación de la ruta AC/AMPc (Vendrell et al., 2011). 
 
1.3. LDs 
Las LDs son estructuras complejas y altamente dinámicas que, además de su 
papel central en la gestión de los recursos energéticos, participan en otros procesos 
tan relevantes como el almacenamiento y degradación de proteínas, la síntesis de 
membranas, la producción de moléculas derivadas de lípidos, la replicación viral o la 
protección frente a bacterias (Anand et al., 2012; Reue et al., 2011; Greenberg et al., 
2011; Ducharme y Bickel, 2008; Fujimoto et al., 2008). El interés en la biología celular 
de este orgánulo se ha incrementado exponencialmente en la última década debido a 
la relación establecida entre las LDs y el desarrollo de enfermedades metabólicas 





Las LDs, que están presentes en muchos tipos celulares, son estructuras de 
forma redondeada cuyo diámetro puede ser muy variable, oscilando desde 0,1 a 5 μm 
de diámetro en células no adipocitarias y hasta 100 μm en adipocitos blancos. Están 
constituidas por un núcleo de lípidos neutros, principalmente TAGs, ésteres de 
colesterol, ésteres de retinol y colesterol. En adipocitos blancos predominan los TAGs, 
mientras que el ratio entre TAGs y ésteres de colesterol es variable en otros tipos 
celulares. El núcleo hidrofóbico está rodeado por una monocapa de fosfolípidos a la 
que se asocian diversas proteínas (Walther y Farese, 2012; Reue et al., 2012; Olofsson 
et al., 2008; Brasaemle et al., 2004; Fujimoto y Parton, 2011), que pueden unirse a ésta 
a través de hélices anfipáticas, anclajes lipídicos o mediante estructuras de tipo 
horquilla (Digel et al., 2010). Entre las proteínas que forman la cubierta se encuentran 
enzimas relacionadas con la  síntesis de TAGs (DGAT2) o fosfolípidos (ACSL1, CCTα), 
lipasas (HSL, ATGL) o la familia de las perilipinas, que regulan el almacenamiento e 
hidrólisis de los TAGs. Además, estudios proteómicos recientes han puesto de 
manifiesto la presencia en las LDs de proteínas relacionadas con el tráfico intracelular y 
la fusión de membranas, como las proteínas de la familia de GTPasas de bajo peso 
molecular Rab, los factores v- y t-SNARE, proteínas motoras y distintos componentes 
del citoesqueleto (Ducharme y Bickel, 2008; Walther y Farese, 2012).  
 
1.3.1. Composición de fosfolípidos de la cubierta de las LDs  
La monocapa de fosfolípidos de las LDs difiere en su composición de otras 
membranas celulares como las del RE, el aparato de Golgi o la membrana plasmática 
(Tauchi-Sato et al., 2002). Tanto en células de mamífero como en levaduras, el 
fosfolípido mayoritario de la cubierta de las LDs es la fosfatidilcolina (PC), que 
constituye hasta un 60% del contenido total de fosfolípidos (Leber et al., 1994; Bartz et 
al., 2007; Chitraju et al., 2012), seguido de fosfatidiletanolamina (PE, 24%), 
fosfatidilinositol (PI, 8%), fosfatidilserina (PS) y las formas liso de PC y PE (Leber et al., 
1994; Tauchi-Sato et al., 2002; Bartz et al., 2007). De forma general, las LDs pueden 
contener otros fosfolípidos, normalmente en menores cantidades, aunque algunos 
estudios han demostrado la presencia de elevadas cantidades de esfingomielina (SM) 
en LDs aisladas de fibroblastos (McIntosh et al., 2010) y adipocitos 3T3-L1 (Blouin et 
al., 2010). El ácido fosfatídico, que es un intermediario en la biosíntesis de lípidos, no 
se ha encontrado en cantidades elevadas en las LDs. Sin embargo, el diacilglicerol 
(DAG), que es el producto generado a partir del ácido fosfatídico, sí que es capaz de 
acumularse en cantidades considerables en la superficie de las LDs (Chitraju et al., 
2012; Blouin et al., 2010; Kuerschner et al., 2008) al igual que el colesterol no 
esterificado, que también aparece en LDs de adipocitos (Kovanen et al., 1975; Prattes 





Una vez formadas, las LDs no intercambian membranas lipídicas con otros 
orgánulos mediante la vía canónica de transporte vesicular. Por el contrario, la 
expansión de su superficie y su remodelado dependen de otras rutas, que incluyen la 
síntesis local, el transporte monomérico mediado por proteínas y el transporte por 
sitios de contacto o continuidades de membrana (revisado en Penno et al., 2013). La 
síntesis del fosfolípido mayoritario de la superficie de las LDs, la PC,  se lleva a cabo a 
partir de dos rutas: la ruta de Kennedy, que utiliza CDP-colina y DAG, y la ruta de la PE-
metiltransferasa (PEMT), que conlleva la metilación de la PE (Fig. 4). Una vez generada, 
la composición de los ácidos grasos de la PC puede ser modificada mediante procesos 
de desacilación y reacilación secuencial en el ciclo de Lands. La enzima CTP:fosfocolina 
citidiltransferasa (CCT), que cataliza el paso limitante en la biosíntesis de novo de PC en 
la ruta de Kennedy, la formación de CDP-colina, ha sido localizada recientemente en 
las LDs (Krahmer et al., 2011, Guo et al., 2008), indicando una función reguladora de 
las LDs en la tasa de síntesis de PC. Sin embargo, las LDs no poseen la enzima 
responsable del último paso en la síntesis de PC, CDP-colina:diacilglicerol fosfocolina 
transferasa (CPT) (Moessinger et al., 2011), que se localiza en el RE. 
Consecuentemente, la actividad CCT de las LDs por sí sola no puede proporcionar 
fosfolípidos adicionales para la expansión de la superficie de estos orgánulos. En 
algunos tipos celulares, como hepatocitos y adipocitos, la PC puede ser sintetizada de 
forma alternativa por la ruta PEMT (Vance y Vance, 2004). Esta ruta de síntesis 
secuencial de PC a PS y, de ésta, a PE (catalizadas por las enzimas PS-sintetasa 1 y PS-
descarboxilasa, respectivamente) y de PE a PC, catalizada por la enzima PEMT, tiene 
lugar en el RE y las mitocondrias en estrecha asociación con las LDs (Horl et al., 2011). 
En adipocitos cultivados, PEMT se ha encontrado asociada a las LDs (Pol et al., 2014). 
La adición de ácidos grasos induce la actividad PEMT en adipocitos, y los ratones 
knock-out (KO) para PEMT son resistentes a la obesidad inducida por dieta (Jacobs et 
al., 2010). Estos descubrimientos demuestran la importancia de la síntesis alternativa 
de PC para el metabolismo de las LDs, aunque aún se desconoce si la PC generada es 
utilizada directamente para la expansión de las LDs y cómo llega hasta la superficie de 
las LDs. 
El remodelado de los ácidos grasos de los fosfolípidos por el ciclo de Lands 
consiste en la eliminación secuencial del ácido graso de la posición sn-2 por la 
fosfolipasa A2 (PLA2), seguida de la reacilación mediante lisofosfolípido acil 
transferasas (LPLAT). En las LDs de varios tipos celulares se ha demostrado la presencia 
de una fuerte actividad lisofosfatidilcolina aciltransferasa (LPCAT) mediada por la 





combinación con la actividad soluble PLA2, permitiría cambios en la composición de los 
fosfolípidos de las LDs. De forma consistente con la actividad de remodelado de 
LPCAT1/2 en las LDs, la PC de las LDs está enriquecida en ácidos grasos 
monoinsaturados, y difiere de la PC del RE (Tauchi-Sato et al., 2002; Bartz et al., 2007) 
y de la generada a partir de PEMT  (DeLong et al., 1999). Los principales candidatos 
para la actividad PLA2 en las LDs son cPLA2α (Gubern et al., 2008; Guijas et al., 2012) y 
adPLA (Duncan et al., 2008; Jaworski et al., 2009).  
 
Figura 4. Rutas biosintéticas de PC. La PC puede sintetizarse a partir de la ruta de Kennedy  por 
la acción secuencial de CCT y CPT. Además, hepatocitos y adipocitos pueden sintetizar PC a 
partir de la ruta PEMT. En esta ruta, el RE produce PS, que se transloca entonces a las 
mitocondrias, donde se forma PE que es enviada de nuevo al RE para la generación de PC. 
Tomado de Penno et al., 2013. 
 
La principal función de la monocapa de fosfolípidos es la separación del 
ambiente hidrofóbico del interior de las LDs, del entorno acuoso proporcionado por el 
citosol. Para mantener la integridad de este orgánulo, su superficie debe proteger de 
eventos de fusión espontánea con otras LDs y otros orgánulos de membrana. Durante 
la expansión rápida de las LDs, los diámetros de estos orgánulos pueden incrementarse 
más de tres veces en cuestión de horas. Por tanto, las células necesitan sintetizar y 
transportar  grandes cantidades de fosfolípidos para expandir la superficie de las LDs.  
La inhibición de la síntesis de PC promueve el incremento en la síntesis de TAGs 





(Krahmer et al., 2011; Guo et al., 2008; Moessinger et al., 2011; Li et al., 2011). Se ha 
observado que, en respuesta a la depleción de PC en el RE, se produce un aumento en 
la síntesis de TAGs, que estaría mediado por la activación del factor de transcripción 
SREBP-1 (Walker et al., 2011). Sin embargo, el incremento en el tamaño de las LDs 
podría producirse como consecuencia de un incremento en la fusión de las LDs 
(Krahmer et al., 2011, Penno et al., 2013). A pesar de que el proceso de fusión de LDs 
aún continúa siendo objeto de debate (Boström et al., 2007; Murphy et al., 2010), 
estudios muy recientes han demostrado que las LDs son capaces de transferirse lípidos 
en un proceso lento mediado por sitios de contacto que requiere la proteína 
Fsp27/Cidec (Gong et al., 2011; Paar et al., 2012; Ariotti et al., 2012; Sun et al., 2013).  
Otra de las funciones propuestas para la monocapa de fosfolípidos es el 
reclutamiento diferencial de proteínas a las LDs. Estudios combinados de proteómica y 
lipodómica en levaduras han demostrado la influencia de la genética y de la 
disponibilidad de nutrientes en la composición del proteoma y el lipidoma de las LDs 
(Grillitsch et al., 2011; Fei et al., 2011). Sin embargo, aún no se ha esclarecido si los 
cambios específicos en la composición lipídica de la cubierta de las LDs son la causa de 
las alteraciones del proteoma. En general, la composición lipídica, particularmente la 
presencia de fosfoinositoles, puede ser una señal de reclutamiento de proteínas a 
membranas, contribuyendo a la identidad de los orgánulos. La superficie de las LDs no 
muestra una composición drásticamente diferente a la de otros orgánulos, y hasta el 
momento no hay indicios de la presencia de fosfoinositoles en su superficie. Por su 
parte, los procesos de lipogénesis y lipolisis conllevan un gran recambio (turnover) de 
DAGs. Sin embargo, existen diferencias en los intermediarios que se utilizan en estas 
dos rutas de manera que, mientras que en la lipogénesis se utiliza 1,2-DAG como 
sustrato para la síntesis de TAGs, los DAGs resultantes de la lipolisis basal y estimulada 
son 1,3-DAG y 2,3-DAG, respectivamente (Eichmann et al., 2012). Estas diferencias en 
DAGs podrían servir como señales para el reclutamiento diferencial de proteínas con 
funciones específicas en ambas rutas. De acuerdo a esto, se ha propuesto que la 
presencia de DAGs en las LDs y el RE es importante para el reclutamiento de las 
perilipinas no residentes (TIP47, S3-12 y OXPAT) (Skinner et al., 2009). Otra posibilidad 
es que la fluidez de la monocapa podría servir como señal para el reclutamiento 
diferencial de proteínas de la familia de las perilipinas (Storey et al., 2011).   
Además de la composición de la superficie lipídica, el tipo de lípidos neutros 
almacenados en las LDs define las especies de perilipinas que forman parte de la 
cubierta (Hsieh et al., 2012). Esto está además condicionado por la distinta densidad 





2010). También se ha propuesto que  intermediarios metabólicos específicos (DAG o 
colesterol) presentes en las LDs pueden influir igualmente el tipo de proteínas que se 
asocia a la cubierta de estos orgánulos (Mitsche et al., 2010). 
 
1.3.2. Composición proteica de la cubierta de las LDs  
Hasta la fecha se ha descrito la asociación de una gran variedad de proteínas a 
las LDs, muchas de las cuales han sido identificadas a partir de estudios proteómicos 
de la cubierta de estos orgánulos. Estas proteínas están implicadas en procesos muy 
diferentes que, entre otros, incluyen desde la regulación de la homeostasis lipídica a la 
biogénesis de LDs, la síntesis de fosfolípidos de membrana y hormonas esteriodeas y la 
señalización celular o el almacenamiento temporal y lipidación de ciertas proteínas 
(Walther y Farese 2012; Konige et al., 2013; Fujimoto y Parton, 2011; Thiele y Spandl, 
2008; Zweytick et al., 2000; Murphy, 2001; Fujimoto y Ohsaki, 2006; Martin y Parton, 
2006). A continuación se describen algunas de las proteínas de la cubierta de las LDs 
que se ha demostrado que cumplen funciones esenciales en la homeostasis de estos 
orgánulos. 
 
1.3.2.1. Proteínas PAT  
En mamíferos, la familia PAT de proteínas de unión a LDs comprende 5 
miembros: perilipina/PLIN (PLIN1), adipofilina/ADRP (PLIN2), la proteína Tail-
interacting protein de 47 kDa (TIP47/PLIN3) (Miura et al., 2002), S3-12 (PLIN4) y 
MDLP/OXPAT/PAT-1 (PLIN5) (Brasaemle, 2007; Londos et al., 2005; Kimmel et al., 
2010). De todos los miembros de la familia, sólo PLIN está asociada a la superficie de 
las LDs de forma constitutiva; el resto se translocan hasta la superficie de éstas bajo 
diferentes estímulos (Wolins et al., 2006a). La expresión de PLIN se limita a adipocitos 
de WAT y BAT y a células estereidogénicas de la corteza adrenal, testículo y ovario. 
Concretamente, PLIN ejerce un papel doble sobre las LDs: en condiciones basales actúa 
protegiéndolas de la acción de las lipasas, mientras que la estimulación de la lipolisis 
provoca su fosforilación y permite el acceso de las enzimas HSL y ATGL a la superficie 
de las gotas para así hidrolizar los TAGs localizados en su interior (Sztalryd et al., 2003; 
Yamaguchi et al., 2004 Lass et al., 2006; Granneman et al., 2007; Brasaemle, 2007). Los 
adipocitos en cultivo presentan LDs centrales de mayor tamaño, con bajo contenido en 
PLIN, y gotas periféricas de menor tamaño en las que la PLIN es más abundante, siendo 
esta última población, por tanto, lipolíticamente más activa (Moore et al., 2005). 
Además de su papel en la hidrólisis de TAGs, se ha  propuesto que PLIN podría regular 





TIP47 y S3-12, que son reemplazadas por ADRP cuando las LDs crecen (Wolins et al., 
2005). Con el tiempo, PLIN desplaza toda la ADRP de la superficie de la LD unilocular. 
Esto implica que PLIN podría promover la formación de LDs de gran tamaño, lo que es 
apoyado por el hallazgo de que ratones deficientes en PLIN exhiben LDs de un tamaño 
drásticamente reducido (Tansey et al., 2001; Martínez-Botas et al., 2000). Este efecto 
podría deberse, al menos en parte, a una lipolisis aberrante, pero también podría 
relacionarse con el papel de PLIN en el crecimiento de las LDs, en el que intervendría 
de una forma indirecta interaccionando con factores relacionados con la fusión de las 
LDs, como Fsp27/Cidec. 
La proteína ADRP actúa de igual forma que PLIN, evitando el acceso de las 
lipasas a las gotas (Listenberger et al., 2007). No obstante, ADRP se expresa de forma 
elevada en el comienzo de la diferenciación adipocitaria pero es sustituida de forma 
progresiva por PLIN a medida que crecen las LDs (Brasaemle, 2007). De hecho, su nivel 
de expresión en adipocitos diferenciados es menor que en células no adipocitarias 
(Brasaemle et al., 1997), si bien se ha demostrado su presencia en las LDs de 
adipocitos de ratones KO para la PLIN (Tansey et al., 2001). De todas formas, ADRP 
presenta una menor capacidad protectora frente a la lipolisis basal comparada con 
PLIN. Así, los ratones KO para PLIN presentan una actividad lipolítica elevada en 
condiciones basales, un contenido lipídico bajo y son delgados y resistentes a la 
obesidad inducida por dieta (Martinez-Botas et al., 2000; Tansey et al., 2001).  
En cuanto a TIP47, se sugiere igualmente que podría tener un papel protector 
frente a la lipolisis (Fujimoto et al., 2008), aunque también participa en otras funciones 
no relacionadas con las LDs, como el reciclado del receptor de manosa-6-fosfato, 
formando un complejo con este receptor y la proteína Rab9 (Aivazian et al., 2006; 
Carroll et al., 2001).  
Por su parte, S3-12 se expresa de forma abundante en adipocitos (Brasaemle, 
2007), localizándose en asociación con la superficie de las LDs periféricas originadas 
tras la estimulación del almacenamiento de TAGs mediante adición de oleato al medio 
de cultivo (Wolins et al., 2005; Wolins et al., 2003). Sobre la base de estos 
descubrimientos, se ha propuesto la participación de esta proteína en el 
almacenamiento de lípidos y estabilización de las LDs en formación (Brasaemle, 2007). 
Como en el caso de ADRP, S3-12 sería finalmente sustituida por PLIN a lo largo del 





Por último, OXPAT se localiza en asociación con las LDs en músculo cardíaco y 
esquelético y en adipocitos marrones, donde además de llevar a cabo una función 
inhibidora de la lipolisis, favorece la acumulación de TAGs (Wolins et al., 2006b). 
 
1.3.2.2. Proteínas CIDE   
La familia proteica CIDE se compone de 3 miembros: Cidea, Cideb y Cidec cuya 
expresión es dependiente de tejido. Así, mientras que Cidea se expresa principalmente 
en adipocitos marrones, Cidec/Fsp27 lo hace en adipocitos blancos, y Cideb limita su 
expresión a hígado (revisado en Konige et al., 2014). Estas 3 proteínas se localizan 
tanto en RE como en la superficie de las LDs (Puri et al., 2007; Qi, et al., 2008) y que 
presentan regiones de homología con PLIN, incluyendo un dominio hidrofóbico que 
parece ser importante para su unión a la monocapa de fosfolípidos de las LDs (Puri et 
al., 2008a). Así, se ha demostrado que la expresión de Fsp27 está regulada por el 
receptor de activación de proliferación de peroxisomas gamma (PPARγ) y promueve la 
formación de LDs uniloculares (revisado en Gong et al., 2011). De hecho, los ratones 
deficientes en Fsp27 presentan adipocitos blancos multiloculares (Puri et al., 2007; 
Nishino et al., 2008; Puri et al., 2008b) y la expresión ectópica de Fsp27 en fibroblastos 
u otras células no adiposas incrementa el tamaño de las LDs y reduce la hidrólisis de 
TAGs (Puri et al., 2008b; Kim et al., 2008; Ye et al., 2009). En este sentido, se ha 
propuesto que Fsp27, además de inhibir la lipolisis, podría facilitar la fusión de las LDs 
(Puri et al., 2007; Keller et al., 2008; Nishino et al., 2008; Jambunathan et al., 2011; 
Gong et al., 2011). Aunque aún se desconocen los mecanismos moleculares por los 
que podría controlar la lipolisis, un trabajo reciente ha mostrado la capacidad de Fsp27 
para limitar la asociación de ATGL a la superficie de las LDs bien por competición 
directa con ATGL por los sitios de unión a la LD o facilitando la reorganización de otras 
proteínas o lípidos en la superficie de las LDs que evitaría la unión de ATGL (Yang et al., 
2013). 
 
1.3.2.3. Proteínas de síntesis de TAGs 
Recientemente se ha identificado la presencia de enzimas implicadas en la 
síntesis de TAGs en la superficie de las LDs. Entre ellas cabe destacar proteínas 
involucradas en la activación de los ácidos grasos a través de su esterificación con 
Coenzima A, como es el caso de ACSL3, así como el resto de enzimas que completan la 
ruta de síntesis de TAGs: GPAT4, AGPAT3, PAP y DGAT2 (Kuerschner et al., 2008; Stone 





acumulación de todas estas proteínas en las LDs les proporciona la maquinaria 
necesaria para la síntesis de TAGs. En particular, GPAT4 presenta una elevada 
expresión en tejido adiposo y se distribuye principalmente en RE y LDs (Pol et al., 
2014). Estudios recientes han puesto de manifiesto que, en respuesta a insulina, esta 
enzima se fosforila e incrementa su actividad (Shan et al., 2010). Por su parte, AGPAT3 
es una proteína de membrana que cataliza la formación de PA en las LDs, además de 
en la cara citosólica del RE. La asociación de PAP a las LDs también está regulada por 
fosforilación, de manera que, al fosforilarse, esta enzima se transloca desde el citosol 
hacia la superficie de las LDs (Pol et al., 2014) donde lleva a cabo la desfosforilación del 
PA para generar DAG. Finalmente, DGAT2, que está implicada en el último paso de la 
generación de TAG, es una proteína transmembrana que clásicamente se ha situado en 
las membranas del RE (Gidda et al., 2011). Sin embargo, otros estudios en células COS 
7 han encontrado que condiciones de estimulación de síntesis de TAGs, como el 
tratamiento con ácido oleico, relocalizan esta proteína en las LDs, donde colocaliza con 
mitocondrias (Stone et al., 2009).   
 
1.3.2.4. Proteínas SNARE 
Las proteínas SNARE están involucradas en los procesos de reconocimiento y 
fusión de membranas intracelulares, de manera que las SNAREs presentes en la 
membrana diana (t- o Q-SNAREs) interaccionan de forma específica con las que se 
encuentran en vesículas (v- o R-SNAREs), lo que permite el acercamiento y la fusión de 
las membranas (Jahn y Scheller, 2006). En este contexto, debido a que las proteínas 
SNARE median la fusión homotípica de vesículas con bicapa durante el tráfico celular, 
se propusieron como candidatas para la fusión de las LDs (Olofsson et al., 2011). De 
hecho, en estudios llevados a cabo en células NIH 3T3, el silenciamiento de genes que 
codifican SNAP23, sintaxina 5 y VAMP4 disminuyó el índice de fusión de las LDs 
(Boström et al., 2007). Además, otro estudio realizado en adipocitos mostró que la 
disminución de la formación de complejos SNARE reducía la incorporación de TAGs en 
las LDs, probablemente debido a la inhibición de las fusión de las LDs, lo que en última 
instancia provocaría una disminución en el tamaño de los adipocitos (Millership et al., 
2013). Sin embargo, estos resultados aún están en controversia ya que otro trabajo en 
células S2 de Drosophila, muestra que el silenciamiento de SNAP23 no afecta al 







1.3.2.5. Proteínas Rab GTPasas 
 Todos los estudios proteómicos realizados hasta el momento de LDs 
aisladas a partir de diferentes tipos celulares han demostrado de forma consistente la 
presencia de diferentes miembros de la familia de GTPasas de bajo peso molecular Rab 
en su cubierta (Brasaemle et al., 2004; Ding et al., 2012; Beilstein et al., 2013). En 
particular, de las 66 proteínas Rab diferentes identificadas en humano (Pfeffer, 2013; 
Colicelli, 2004; Zerial y McBride, 2001), se ha descrito un total de 19 proteínas Rab 
distintas asociadas a la superficie de las LDs , en adipocitos y otros tipos celulares que 
pueden acumular gotas lipídicas (células HepG2, células CHO cultivadas en presencia 
de ácidos grasos): Rab1, 2, 3, 5, 6, 7, 8, 10, 11, 14, 18,  19, 21, 24, 33, 34, 35, 39 y 41 
(Brasaemle et al., 2004; Liu et al., 2004; Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). No 
obstante, se han encontrado diferencias en cuanto a los miembros de la familia Rab 
asociados a las LDs en función de las condiciones experimentales testadas y/o de las 
líneas celulares empleadas en dichos estudios, lo que sugiere que estas proteínas son 
reclutadas a las LDs bajo diferentes condiciones. Entre todas ellas, Rab 1, Rab5, Rab7 y 
Rab18 han sido identificadas en más de 4 escrutinios (revisado en Hodges y Wu, 2010). 
En el apartado siguiente se detallan las características generales, regulación y 
funciones de las proteínas Rab. 
 
1.4. Rab GTPasas 
Las proteínas Rab, pertenecientes a la superfamilia de GTPasas monoméricas 
Ras, se localizan en subcompartimentos celulares específicos y están destinadas a 
controlar pasos concretos del tráfico intracelular de membranas (Fig. 5). Aunque, 
como en el caso de las LDs, se pueden encontrar varias proteínas Rab asociadas a un 
mismo orgánulo, estas proteínas siempre están segregadas en microdominios espacio-
temporales específicos (Sönnichsen et al., 2000). Por ejemplo, estudios realizados en 
células vivas han permitido mostrar que Rab4, Rab5 y Rab11 ocupan dominios 
singulares de membrana en el compartimento endosomal (Sönnichsen et al., 2000), y 
que Rab7 y Rab9 definen microdominios diferentes en endosomas tardíos (Barbero et 
al., 2002). De esta forma, se ha propuesto que los compartimentos celulares 
consistirían en mosaicos de proteínas Rab concretas, reclutadas a partir de proteínas 
efectoras específicas, que actuarían de forma cooperativa para generar entornos 






Figura 5. Distribución celular de las proteínas Rab. Tomada de Stenmark, 2009. 
En cuanto a sus funciones, está ampliamente demostrado que las proteínas Rab 
intervienen en la regulación de todas y cada una de las fases del transporte intracelular 
de vesículas, desde la formación y gemación de éstas a partir del compartimento 
donador, hasta su transporte, anclaje y fusión con la membrana diana del 
compartimento aceptor correspondiente y, por tanto, son responsables de la 
organización de los sistemas intracelulares de membrana (Zerial y McBride, 2001) (Fig. 
6).  
 
Figura 6. Ciclo de vida de una 
vesícula de transporte intracelular 
desde su evaginación a partir del 
compartimento donador hasta su 
fusión con las membranas del 
compartimento aceptor. Tomado 
de Tesis Almabouada, 2013 
 
 
De forma específica, las proteínas Rab controlan la biogénesis de vesículas 
mediante la formación de complejos reguladores (multisubunit Rab tethers) que 





su reclutamiento hacia las zonas de evaginación en el compartimento donador y 
definiendo en última instancia la identidad de la vesícula de nueva formación (Angers y 
Merz, 2011). Las proteínas Rab también confieren especificidad en el direccionamiento 
correcto de las vesículas de transporte hacia el compartimento aceptor mediante su 
interacción, directa o indirecta, con motores moleculares, facilitando el reclutamiento 
de éstos hacia la superficie de las vesículas e incluso modulando el movimiento 
(procesivity) del motor molecular a lo largo de la red del citoesqueleto (Echard et al., 
1998; Hammer y Wu, 2002; Jordens et al., 2001; Kuroda y Fukuda, 2005). Finalmente, 
las proteínas Rab GTPasas también participan en los eventos de amarre, anclaje y 
fusión de membranas. Así, se asocian con proteínas v-SNARE y/o t-SNARE para formar 
los complejos trans-SNARE y organizar microdominios competentes para la fusión de 
membranas sobre la membrana aceptora (Wickner y Schekman, 2008). Además de las 
funciones relacionadas con la dinámica vesicular, las proteínas Rab también actúan 
como intermediarios en la integración de señales extracelulares en la maquinaria 
molecular responsable del tráfico intracelular de membranas (Miaczynska et al., 2004; 
Clague y Urbé, 2001).  
Las proteínas Rab actúan como interruptores moleculares, ya que alternan 
entre un estado activo, en el que la GTPasa está asociada a GTP, lo que permite su 
interacción con el compartimento diana, y un estado inactivo, en el que la proteína se 
encuentra unida a GDP y localizada en el citosol (Pfeffer, 2005; Pfeffer y Aivazian, 
2004; Seabra y Wasmeier, 2004).  
La estructura terciaria de las proteínas Rab es muy similar a la estructura de 
otras GTPasas de la familia Ras y consiste en un barril central compuesto por 6 hojas β 
rodeadas de 5 hélices α. Una de estas hélices α (hélice α1), una región ampliamente 
conservada en todas las proteínas que hidrolizan GTP (Ostermeier y Brunger, 1999), 
incluye la “plataforma de unión de GTP” y un elemento de unión a Mg2+, el cofactor 
necesario para la unión de GTP a la GTPasa con alta afinidad y para su posterior 
hidrólisis (Vetter y Wittinghofer, 2001). La región de mayor divergencia evolutiva entre 
las proteínas Rab, el denominado “dominio hipervariable”, que se encuentra en el 
dominio COOH terminal, se considera que es responsable, al menos en parte, de la 
especificidad de la unión de proteínas Rab a sus correspondientes membranas diana 
(Chavrier et al., 1991; Ali et al., 2004, Stenmark et al., 1994). Esta idea se planteó por 
primera vez con la generación de una proteína híbrida que contenía los 166 residuos 
aminoacídicos del extremo NH2-terminal de Rab2, que se localiza en el compartimento 
intermedio RE-Golgi (ERGIC), unidos bien a los 35 aminoácidos del extremo COOH-





aminoácidos del extremo COOH-terminal de Rab7, que se une específicamente a 
endosomas tardíos. Así, mediante fraccionamiento subcelular se mostró que las 
sustituciones de los extremos COOH eran suficientes para dirigir la proteína quimera 
Rab2/Rab5 y Rab2/Rab7 a endosomas tempranos o tardíos, respectivamente (Chavrier 
et al., 1991). Sin embargo, estudios posteriores han sugerido que el mecanismo 
responsable de la especificidad de la unión de proteínas Rab a sus correspondientes 
membranas diana es más complejo y no sólo es dependiente del dominio 
hipervariable, sino que otras regiones fuera de este dominio también son 
determinantes (Ali et al., 2004; Stenmark et al., 1994). Una característica común del 
dominio hipervariable de todas las proteínas de la familia Rab es la presencia en éste 
de una modificación post-traduccional consistente en la adición covalente de uno o 
dos grupos isoprenoides geranilgeranilo (20 carbonos), la cual es necesaria para el 
anclaje de dichas proteínas a las membranas celulares (Leung et al., 2007). Esta 
modificación lipídica está catalizada por la acción enzimática de la proteína Rab 
geranilgeranil transferasa (RGGT) y para que ocurra, las proteínas Rab deben 
encontrarse formando complejos con una proteína accesoria conocida como Rab 
escort protein (REP) (Farnsworth et al., 1994). Se han propuesto dos posibles modelos 
de prenilación de las proteínas Rab, que postulan bien la unión de las Rab recién 
traducidas a REP y el reconocimiento posterior de este complejo por RabGGT o la 
formación previa de un complejo entre RabGGT y REP que se uniría a la proteína Rab 
concreta. En cualquiera de ellos, después de la adición de los motivos geranilgeranilo, 
RabGGT se disociaría de REP/Rab y REP escoltaría a la proteína Rab prenilada hacia su 
membrana diana diana (Alexandrov et al., 1994; Andres et al., 1993; Thoma et al., 
2001a; Thoma et al., 2001b). Las proteínas Rab mono-geranilgeraniladas (Rab8, Rab13, 
Rab18, Rab23 y Rab38) necesitan un paso adicional de procesamiento antes de ser 
dirigidas a sus membranas diana, consistente en la adición de un grupo metil-carboxilo 
en la cisteína prenilada gracias a la acción secuencial de dos metiltransferasas 
localizadas en la membrana del RE (Leung et al., 2007). En el caso de las proteínas Rab 
di-geranilgeraniladas, aunque también necesitan ser metiladas para su correcto 
direccionamiento, sólo es necesaria una metiltransferasa de RE para catalizar esta 
reacción (Leung et al., 2007). 
Una vez que las proteínas Rab han adquirido el grupo lipídico que les permitirá 
asociarse a membrana, estas GTPasas son funcionales y pueden ciclar entre los estados 
de activación y desactivación. La activación de las proteínas Rab mediante su 
intercambio de GDP por GTP promueve el cambio conformacional de la estructura 





intercambio de nucleótidos está catalizado por factores intercambiadores de 
nucleótidos de guanina (i.e. GDP/GTP exchange factors, GEFs) que debilitan la 
interacción de GDP con la proteína Rab y facilitan así su liberación y la consecuente 
unión de GTP (Vetter y Wittinghofer, 2001), lo que conlleva su activación y unión a 
proteínas efectoras que se encargarán de  traducir la función de la proteína Rab en la 
organización del sistema de endomembranas. Con respecto a la desactivación de las 
proteínas Rab, a pesar de ser GTPasas, presentan una capacidad reducida para 
hidrolizar GTP y, en general, requieren la ayuda de un grupo de proteínas conocidas 
como proteínas activadoras de GTPasas (i.e. GTPase-activating proteins, GAPs) para 
acelerar y hacer eficiente este proceso. Finalmente, otras proteínas que juegan 
papeles importantes en la modulación de la actividad de las proteínas Rab son las 
denominadas Rab GDP dissociation inhibitor (i.e. RabGDI), que previenen la liberación 
de GDP, estabilizando a la proteína Rab en su forma inactiva, mientras que los GDI 
displacement factors (i.e. GDF) reconocen a complejos Rab-RabGDI específicos y 
promueven la liberación de GDI y la unión subsiguiente de GEF a la proteína Rab 
(Pfeffer y Aivazian, 2004). El ciclo de activación y desactivación de las proteínas Rab se 
representa en la Fig. 7. 
Entre la larga lista de Rab GEFs descubiertos hasta el momento, los ejemplos 
clásicos son el complejo TRAPP y la proteína Sec2p que actúan como GEFs en la ruta 
secretora (Wang et al., 2000; Jones et al., 2000; Walch-Solimena et al., 1997). 
Concretamente, TRAPP-I promueve la activación de Ypt1p (Rab1 en mamíferos) en la 
superficie vesicular para el transporte entre RE y Golgi (Sacher et al., 2008), mientras 
que TRAPP-II facilita la acción de Rab1 en eventos de tráfico post-Golgi. Así, las dos 
formas de TRAPP parecen regular el anclaje de Rab1 tanto en el tráfico anterógrado 
mediado por COPII como en el retrógrado dirigido por vesículas COPI. Otras proteínas 
GEF son Ric1p/Rgp1p, que activan la proteína Rab Yptp6 (Rab6 en mamíferos) y juegan 
un papel en el reciclado de componentes de la maquinaria exocítica desde endosomas 
hasta su vuelta a Golgi para su reutilización (Siniossoglou et al., 2000), y Crag, que 
permite el tráfico de rodopsinas desde la red trans del aparato de Golgi hasta los 
dominios de membrana en los que se acumulan los fotorreceptores en Drosophila, el 
rabdómero, mediante la activación del transporte vesicular dependiente de Rab11 
(Xiong et al., 2012).  
Por su parte, todas las proteínas GAP comparten el dominio TBC1 (de Tre-2, 
Bub2p y Cdc16p), que determina la interacción entre estas proteínas con proteínas 
reguladoras concretas.  Además, su actividad está estrictamente regulada por 





modificaciones post-traduccionales, lo que pone de manifiesto su importancia en la 
coordinación de la respuesta celular mediada por proteínas Rab (Barr y Lambright, 
2010). Un ejemplo es TBC1D20, una proteína transmembrana cuya localización está 
restringida al RE y, por ello, sólo puede unirse a Rabs presentes en este compartimento 
(De Antoni et al., 2002; Haas et al., 2007). Por su parte, Gyp1p es una proteína 
periférica de membrana localizada en el aparato de Golgi que actúa sobre la proteína 
Rab de levaduras Yptp1 (Du y Novick, 2001). 
En cuanto a GDI, sólo se han identificado dos isoformas en células humanas: 
RabGDI1 (RabGDIα), cuya expresión está restringida al tejido nervioso, y RabGDI2 
(RabGDIβ), expresada de manera ubicua (Alory y Balch, 2001). Ambas isoformas 
contienen en su estructura un bolsillo hidrofóbico que alberga los grupos prenilo que 
anclan las Rabs a membrana. Por otra parte, las dos proteínas reconocen a Rabs 
asociadas a GDP y las extraen de las membranas de destino para devolverlas a su 
membrana de origen tras un evento de transporte vesicular. Este proceso también 
permite corregir errores en el direccionamiento de las Rabs. Las proteínas GDI 
presentan regiones con elevada homología de secuencia con las proteínas REP y, de 
hecho, comparten con éstas su afinidad por proteínas Rab inactivas. No obstante, 
estas últimas sólo interaccionan con las formas no preniladas de proteínas Rab-GDP, 
mientras que las RabGDI presentan alta afinidad por las formas preniladas (Goody et 
al., 2005). 
El último grupo de proteínas reguladoras de la actividad de las Rab lo 
constituyen las GDI displacement factor (i.e., GDF). La primera GDF que fue 
identificada en levaduras pertenece a la familia de proteínas Yip, Yip1, e interacciona 
con las proteínas Rab Ypt1 e Ypt31 (Yang et al., 1998). Todos los miembros de la familia 
Yip son proteínas transmembrana cuyos dominios  COOH-terminal y NH2-terminal 
están orientados hacia el citosol (Calero y Collins, 2002; Calero et al., 2002). Se ha 
propuesto que una misma GDF podría interaccionar con varias proteínas Rab (Pfeffer y 
Aivazian, 2004). En la Fig. 7 se muestra un resumen de los factores encargados de la 






Figura 7. Ciclo de activación de las Rab GTPasas. Las proteínas Rab alternan entre un estado 
inactivo en el que se encuentran unidas a GDP y otro activo, caracterizado por su unión a GTP y 
su asociación a la membrana diana. En este proceso están implicadas las proteínas 
reguladoras: Rab escort protein (REP), Rab geranilgeranil transferasa (GGT), GDI displacement 
factors (GDF), intercambiadores de nucleótidos de guanina (GEF), proteínas activadoras de 
GTPasas (GAP) y  proteínas inhibidoras de disociación de GDP (GDI). 
 
 Dos artículos muy recientes muestran la importancia de todos los reguladores 
descritos para la correcta distribución de las Rab GTPasas (Gerondopoulos et al., 2012; 
Blümmer et al., 2013). Así, se ha observado que la deslocalización del GEF de Rab5, 
Rabex-5, desde endosomas tempranos a mitocondrias, provoca la redistribución de 
Rab5 también hacia mitocondrias (Blümmer et al., 2013), lo que sugiere que el GDI de 
Rab5 lo dirige hacia las mitocondrias donde es estabilizado tras la activación de Rabex-
5. Presumiblemente, una vez unido a mitocondria, Rab5-GTP tendría la capacidad de 
reclutar los efectores de Rab5 hacia allí. De manera similar, el anclaje de las GEF de 
Rab32/Rab38 a mitocondria produce la relocalización de Rab32 en este orgánulo 
(Gerondopoulos et al., 2012). Estos avances confirman trabajos previos que 
demuestran la importancia de las interacciones de los efectores de las Rab en la 
estabilización de Rab GTPasas en compartimentos específicos de membrana (Aivazian 
et al., 2006). Mediante la activación de una proteína Rab en una localización de 
membrana particular, la GTPasa se hace resistente a su eliminación por GDI y es 
también capaz de unirse a efectores que la estabilizan aún más.  Así, se ha descrito que 
el mutante constitutivamente activo de Rab5 pierde su localización en membrana con 
menor frecuencia que la versión silvestre (Blümmer et al., 2013). Estas y otras 
observaciones han llevado a sugerir que los efectores reclutados por las formas activas 
de las GTPasas Rab contribuyen a la localización de estas proteínas, además de ser 





De hecho, y como se ha mencionado con anterioridad, las proteínas efectoras 
son las últimas responsables de traducir la función específica de las proteínas Rab 
(Stenmark, 2009). Cada proteína Rab es capaz de reclutar a un conjunto de proteínas 
efectoras en la superficie de las membranas y de ensamblar la maquinaria molecular 
apropiada para mediar la interacción o fusión de membranas o la unión a proteínas 
motoras específicas. Tras la unión a una proteína Rab activada, los efectores pueden 
contribuir directamente a su localización limitando su difusión en la membrana o de 
forma indirecta bloqueando la inactivación de la GTPasa. Existen diferentes tipos de 
moléculas efectoras, que incluyen desde adaptadores, factores de amarre, quinasas, 
fosfatasas y proteínas motoras (Stenmark, 2009). Así, el efector de Rab5, EEA1, actúa 
como factor de amarre para la proteína SNARE, sintaxina-13, en el proceso de fusión 
homotípica de endosomas tempranos (Grosshans et al., 2006). Entre los efectores que 
funcionan como proteínas adaptadoras a proteínas motoras se encuentra la 
melanofilina, efector de Rab27 (Bahadoran et al., 2001). El reclutamiento de la 
melanofilina por Rab27 a las membranas de los melanosomas conecta los 
melanosomas a miosina Va. A continuación, la miosina Va dirige a las vesículas que 
contienen Rab27 hacia la periferia celular. Otro efector de Rab27, la proteína 
synaptotagmin-like protein 2 (SYTL2), es reclutada después de melanofilina para 
mediar la distribución periférica correcta de los melanosomas (Kuroda y Fukuda, 
2004). Otro ejemplo es Rab11FIP2, que asocia las vesículas positivas para Rab11A a 
miosina Vb. Curiosamente, la miosina Vb también funciona como efector directo de 
Rab8A y Rab11A en la ruta endocítica de reciclaje (Hales et al., 2002; Roland et al., 
2007). Las quinesinas también pueden ser efectores tanto directos como indirectos de 
las Rab, así, la quinesina KIF20A interacciona directamente con Rab6 mientras que 
KIF16B se asocia a PIP3, y de forma indirecta, a Rab5 (Horgan y McCaffrey, 2011). 
La caracterización de proteínas efectoras que presentan capacidad de unión a 
dos proteínas Rab diferentes ha revelado el potencial de estos efectores para unir unos 
microdominios de Rab a otros. Como es el caso de la proteína GCC185, que se localiza 
en las membranas del aparato de Golgi gracias a las interacciones cooperativas que 
establece entre Rab6 y la GTPasa ADP-ribosylation factor-like protein 1 (ARL1) 
(Burguette et al., 2008). Además de unirse a estas GTPasas, GCC185 contiene sitios de 
unión para otras proteínas Rab, incluyendo a Rab1, Rab2, Rab9, Rab15, Rab27B, Rab30 
y Rab33B (Hayes et al., 2009).  
De esta forma, cada proteína Rab es capaz de asociarse a varios efectores 
diferentes que, juntos, traducen la señal de las GTPasas para modular distintos 





que Rab1 se localiza en las zonas de salida del RE y en el ERGIC y media el tráfico 
vesicular entre el Golgi y el RE. Rab2 se encuentra en el ERGIC y, al igual que Rab1, 
podría participar en el control del tráfico entre el Golgi y el RE. Las proteínas Rab 
asociadas al aparato de Golgi, Rab6, Rab33 y Rab40, median el tráfico intra-Golgi. 
Rab33, junto con Rab24, también regula la formación de autofagosomas. Rab8 media 
el tráfico vesicular correspondiente a la ruta de secreción constitutiva entre la red 
trans del Golgi y la membrana plasmática y también participa en la translocación del 
transportador de glucosa,  GLUT4, a la superficie celular (junto con Rab10 y Rab14) y 
en la formación de cilios (junto con Rab17 y Rab23). Rab3, Rab26, Rab27 y Rab37 
participan en el control de diferentes etapas de la ruta de secreción regulada y, en 
concreto, Rab27 media la translocación de melanosomas a la superfice celular. Rab32 y 
Rab38 están involucradas en la biogénesis de melanosomas y Rab32 también controla 
la fisión mitocondrial. Rab13 regula el ensamblado de las uniones estrechas entre 
células epiteliales. Rab22 media el tráfico vesicular entre TGN y endosomas 
tempranos. Rab5, localizada en endosomas tempranos, fagosomas, caveosomas y la 
membrana plasmática, participa en endocitosis, macropinocitosis (junto con Rab34) y 
en la maduración de endosomas tempranos (con Rab14 y Rab22). Rab21 media la 
endocitosis de integrinas. Rab11 y Rab35 regulan las fases lentas de la endocitosis de 
reciclaje, mientras que Rab4 controla las fases rápidas. Rab15 está involucrada en el 
tráfico entre endosomas tempranos y endosomas de reciclaje y en el tráfico de 
endosomas de reciclaje desde la membrana apical a las membranas basolaterales. 
Rab17 y Rab25 controlan el tráfico de endosomas de reciclaje hacia la membrana 
apical. Rab7 media la maduración de endosomas tardíos y fagosomas y su fusión con 
lisosomas. Finalmente, Rab9 regula el transporte de endosomas tardíos hacia el TGN 
(Fig. 5). 
En el caso particular de adipocitos, sólo se han llevado a cabo estudios 
detallados sobre Rab5 y Rab18 (Liu et al., 2007; Martin et al., 2005; Ohsaki et al., 2006; 
Ozeki et al., 2005). Así, se ha establecido que Rab5 participa en la internalización 
inducida por insulina de GLUT4 en adipocitos 3T3-L1 gracias a su capacidad para 
reclutar la proteína motora dineína, facilitando así la interacción de las vesículas que 
contienen dicho transportador con la red de microtúbulos (Huang et al., 2001). 
Trabajos más recientes han demostrado que Rab5 también está implicada en el 
acercamiento de las LDs a los endosomas a través del reclutamiento del factor de 
amarre asociado a estos orgánulos, EEA1, lo que permite la transferencia de lípidos 
entre estos dos compartimentos intracelulares (Liu et al., 2007). En cuanto a Rab18, su 





el primer estudio llevado a cabo sobre esta proteína estableció su asociación con 
endosomas en células epiteliales de riñón (Lutcke et al., 1994), mientras que estudios 
de microscopía confocal posteriores colocalizaron Rab18 con marcadores de gránulos 
de secreción en células (neuro)endocrinas PC12, AtT20 y melanotropas (Vazquez-
Martinez et al., 2007) y de los compartimentos cis-Golgi y RE en fibroblastos NRK, 
células Vero y células COS7 (Dejgaard et al., 2008). En conjunto, estas observaciones 
sugieren que esta GTPasa puede cumplir distintas funciones que dependen del tipo 
celular y de su posible interacción con proteínas efectoras diferentes. No fue hasta 
2005 cuando dos grupos de investigación independientes demostraron la asociación 
de Rab18 a las LDs en adipocitos y otros tipos celulares que contienen LDs, incluyendo 
hepatocitos HepG2 (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). Estos estudios mostraron la 
asociación de Rab18 a la superficie de las LDs, especialmente en condiciones de 
sobreexpresión de esta GTPasa (Ozeki et al., 2005) o tras la estimulación de la lipolisis 
inducida por isoproterenol a través de la activación de receptores β-adrenérgicos 
(Martin et al., 2005). Estos resultados condujeron a proponer que Rab18 podría 
participar en el tráfico de lípidos (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). Además, se 
observó que la sobreexpresión de Rab18 provocaba un aumento significativo en la 
cantidad de membrana de retículo endoplásmico (RE) que rodea a las LDs (Ozeki et al., 
2005), por lo que se propuso que esta GTPasa podría mediar la transferencia de lípidos 
entre estos dos compartimentos (Ozeki et al., 2005). Recientemente, nuestro grupo de 
investigación ha demostrado que, además de regular la lipolisis, Rab18 también 
participa en los procesos de síntesis de lípidos inducidos por insulina (Pulido et al., 
2011). Así, Rab18 se asocia a la superficie de las LDs en adipocitos 3T3-L1 no sólo en 
respuesta a la activación β-adrenérgica inducida por isoproterenol, sino también en 
respuesta a insulina. Además, la sobreexpresión de Rab18 en células 3T3-L1 provoca 
un aumento del contenido en TAGs y del tamaño de las LDs, lo que indica que Rab18 
podría facilitar la acumulación de lípidos mediada por insulina en las LDs. Además, 
estudios de expresión en tejido adiposo procedente de pacientes con distinto grado de 
obesidad y/o sensibilidad a insulina (Pulido et al., 2011) y de diversos modelos murinos 
de obesidad (genética o inducida por dieta; Pulido et al., 2013) han permitido mostrar 
que la expresión de Rab18 incrementa en relación al aumento de masa grasa, lo que 








1.5. Interacción de las LDs con otros orgánulos celulares 
Actualmente se acepta que las LDs son orgánulos altamente dinámicos. Así, por 
una parte, además de su asociación con proteínas reguladoras del tráfico intracelular, 
se ha demostrado la interacción de las LDs con diversos elementos del citoesqueleto, 
tanto mediante aproximaciones proteómicas como a través de análisis específicos 
dirigidos a definir dicha interacción (Zehmer et al., 2009; revisado en Beller et al., 
2010). Por otra parte, está claramente establecido que las LDs interaccionan con otros 
orgánulos celulares, incluyendo el RE (Fujimoto et al., 2008; Murphy et al., 2009; 
revisado en Goodman, 2008; Pol et al., 2014), las mitocondrias y los peroxisomas  
(Cohen et al., 2004; Novikoff et al., 1980;  Blanchette-Mackie et al., 1995). Además, 
también se ha propuesto una interacción transitoria entre los endosomas y las LDs 
(Martin et al., 2005).  
 
1.5.1. Citoesqueleto 
Estudios dinámicos en células vivas han permitido demostrar que las LDs son 
estructuras móviles que interaccionan con el citoesqueleto (Spandl et al., 2009). 
Concretamente, se ha establecido que exhiben movimientos bidireccionales rápidos en 
relación con el citoesqueleto de microtúbulos en un proceso que parece estar mediado 
por las proteínas motoras dineína y quinesina (Martin y Parton 2006; Spandl et al., 
2009) cuya localización en las LDs fue determinada por co-inmunoprecipitación con 
ADRP (Boström et al., 2005) y mediante inmunofluorescencia (Gross et al., 2000). De 
hecho, la fosforilación de dineína mediada por Erk (Andersson et al., 2006) incrementa 
la asociación de esta proteína motora con las LDs.  Además, el movimiento de las LDs 
parece ser esencial para la biogénesis de estos orgánulos, ya que se ha demostrado 
que la inhibición de dineína bloquea su crecimiento (Zehmer et al., 2009; Welte, 2009). 
Sin embargo, otros estudios en adipocitos 3T3-L1 han observado que la disrupción de 
microtúbulos en este tipo celular no altera la morfología de las LDs (Murphy et al., 
2010).  
También se ha propuesto un papel del citoesqueleto de actina para el correcto 
desarrollo y acumulación de las LDs durante el proceso de adipogénesis (Yang et al., 
2013). De hecho, la actina sufre un importante proceso de remodelado durante la 
diferenciación de los adipocitos. Concretamente, en preadipocitos la actina se organiza 
en forma de fibras de estrés que se distribuyen por todo el citoplasma, también en 
torno a las LDs en formación. A medida que prosigue la diferenciación (día 3 en 





célula, especialmente en las zonas de formación de LDs y, posteriormente, los 
filamentos de actina desaparecen del centro celular para distribuirse en el córtex 
celular (Yang et al., 2013). Se ha propuesto que el remodelado de la actina es necesario 
para que tenga lugar la formación de las LDs durante la adipogénesis, probablemente 
controlando la fusión y expansión de estos orgánulos. Concretamente, se ha sugerido 
que una proteína asociada al RE y cuya mutación provoca lipodistrofia, seipin, a través 
de su interacción con la proteína de andamiaje, 14-3-3, permite la localización de la 
proteína cofilina-1 que, mediante su función de despolimerización de los filamentos de 
actina, produciría el desensamblaje de las fibras de estrés que rodean a las LDs en 
formación (Yang et al., 2013). En esta línea, se ha demostrado que el tratamiento de 
células madre embrionarias de ratón con citocalasina D, que se une a los filamentos de 
actina inhibiendo su polimerización y elongación, o de adipocitos 3T3-L1 con 
latrunculina B, que secuestra los monómeros de actina impidiendo su polimerización, 
promueven la adipogénesis en estas células (Feng et al., 2010; Yang et al., 2013). 
Curiosamente, el citoesqueleto cortical de actina no parece influir de forma directa en 
el crecimiento de las LDs en respuesta a la presencia de ácidos grasos (i.e., lipogénesis) 
(Yang et al., 2013). Por el contrario, se ha propuesto que la actina cortical regula la 
localización de GLUT4 en la membrana plasmática en respuesta a insulina, controlando 
con ello la captación de glucosa (López et al., 2009). En este contexto, se ha propuesto 
igualmente un papel de la actina cortical en el mantenimiento y función de las caveolas 
(Ritcher et al., 2008), que constituyen tanto plataformas de señalización de la insulina 
como puntos de transporte de ácidos grasos (revisado en Frühbeck et al., 2007). 
Finalmente, la formación de las LDs también está influenciada por el 
citoesqueleto de vimentina, que durante la adipogénesis se organiza formando redes 
(cage-like) alrededor de estos orgánulos (Lieber y Evans, 1996; Heid et al., 2014). De 
hecho, tanto el desensamblaje como la agregación de los filamentos de vimentina al 
inicio o en las primeras fases de la adipogénesis reducen de manera significativa el 
contenido de LDs en células 3T3-L1 (Lieber y Evans, 1996).  Recientemente se ha 
demostrado que vimentina co-inmunoprecipita con PLIN,  lo que ha llevado a sugerir la 
existencia de una interacción directa entre estas dos proteínas en la proximidad de las 
LDs que favorecería el acercamiento mediado por vimentina de las cisternas del RE a 








1.5.2. Retículo Endoplásmico 
El RE es un sistema dinámico de membranas conectadas que está organizado 
en microdominios especializados en funciones como la síntesis y secreción de 
proteínas y lípidos, el control de calidad de proteínas o la detoxificación. A pesar de la 
continuidad física existente entre estos microdominios, existen mecanismos selectivos 
que permiten una separación funcional entre los mismos (revisado en Pol et al., 2014). 
De hecho, se ha propuesto que en uno de estos dominios podría llevarse a cabo la 
acumulación de lípidos neutros previa a la formación de las LDs. En este sentido, se 
pueden observar cisternas de RE que mantienen contactos directos con las LDs (Levi, 
2010; Holthuis et al., 2005), lo que ha sido corroborado en estudios posteriores de 
tomografías 3D de LDs en formación (Kassan et al., 2013). Esta interacción se conserva 
en todas las células en las que están presentes las LDs, desde levaduras hasta 
mamíferos (Szymanski et al., 2007; Novikoff et al., 1980; Stemberger et al., 1984). Esta 
estrecha relación se apoya aún más por la localización en el RE de las enzimas 
responsables de los últimos pasos de la síntesis de lípidos neutros (Buhman et al., 
2001). De hecho, aunque se han propuesto varios modelos para explicar la formación 
de las LDs, todos ellos coinciden en que este proceso ocurre en asociación con el RE 
(Wanner et al., 1981; Murphy y Vance, 1999; Zweytick et al., 2000; Wältermann et al., 
2005; Ploegh, 2007). La hipótesis prevalente propone que la acumulación de lípidos 
neutros en el interior de la bicapa lipídica del RE conduce al engrosamiento de ésta y a 
la formación de una LD naciente en la cara citosólica de la membrana, en un proceso 
que podría estar dirigido por los lípidos neutros que se acumulan y sobresalen de la 
membrana, o por factores citosólicos que se unen a la membrana del RE y facilitan la 
salida actuando como proteínas coatómero (Londos et al., 2005).  Entre estos factores 
se ha propuesto a la familia de proteínas PAT como mediadores de la acumulación de 
lípidos neutros en dominios especializados del RE. Una variante de este modelo, 
propone que las LDs nunca se escindirían completamente del RE, manteniéndose en 
continua conexión física con la cara citosólica del RE (Jacquier et al., 2011). De hecho, 
se ha propuesto que algunas proteínas, especialmente aquellas que están unidas a 
membrana, podrían difundir a través de dichos puentes desde el RE hasta la superficie 
de las LDs (Walther y Farese, 2012). En otros casos, se propone que algunas de las 
proteínas de la cubierta, como la ATGL, podrían llegar a las LDs vía vesicular mediada 
por ARF/COPI procedente de los sitios de salida del RE (ER exit sites), aunque se 
desconoce el mecanismo que permitiría transferir las proteínas desde dichas vesículas 





Según un modelo alternativo de formación de LDs, éstas se separarían de 
ambas membranas del RE como una bicela (Ploegh, 2007). Una de las características 
más atractivas de este último modelo es el hecho de que el proceso de escisión podría 
mediar la salida de proteínas del RE destinadas a la degradación (ERAD) por el 
proteasoma, implicando de esta forma un nexo funcional entre la formación de las LDs 
y la degradación proteica (Ploegh, 2007). Este mecanismo también permitiría explicar 
cómo los virus escapan del lumen del RE al citosol en forma de  grandes partículas 
ensambladas. El tercer modelo propuesto defiende que las LDs se formarían 
inicialmente en pequeñas vesículas con bicapa a través de la maquinaria de formación 
de vesículas de la ruta secretora, lo que ocurriría en un dominio especializado del RE 
dedicado a las síntesis lipídica, distinto del destinado a transporte vesicular (Robenek 
et al., 2004). En este escenario, se formaría una vesícula naciente que permanecería 
asociada a la membrana del RE. Los lípidos neutros podrían rellenar la vesícula 
mientras ésta se encuentra en continuidad con el RE o tras su escisión, vía vesicular. 
Cualquiera de estos procesos podría rellenar gradualmente el espacio intermembrana 
hasta un punto en que el lumen vesicular desaparece o sólo constituye una pequeña 
parte de la LD. El lumen residual de la vesícula podría fusionarse con la cubierta de la 
LD o permanecer como una inclusión de material acuoso dentro de ella. Esta última 
posibilidad podría explicar la identificación de proteínas hidrofílicas en el núcleo de las 
LDs (Robenek et al., 2005) (Fig. 8). 
 
Figura 8. Formacion de las LDs. Las LDs se forman a partir de zonas especializadas del RE donde 
se acumulan los TAGs. La formación de las gotas se puede realizar por gemación a partir de 
una de las hemicapas de la membrana del RE (A), de la escisión de ambas hemicapas (B) o 





A pesar los descubrimientos realizados respecto a la formación de las LDs a 
partir del RE, aún queda pendiente de establecer cómo se forma una monocapa a 
partir de una bicapa lipídica. Debido a que las enzimas de síntesis de lípidos neutros 
residen en el RE, los productos de estas enzimas deberían ocupar el espacio entre las 
dos membranas de la bicapa, formando una lente de lípidos neutros.  Estudios in vitro 
con microsomas de RE de girasol (Helianthus annuns) observaron la formación de 
pequeñas lentes líquidas de unos 60 nm de diámetro en la bicapa del RE que, de forma 
similar a las LDs, contienen TAGs y reclutan oleosinas (Lacey et al., 1999). Sin embargo, 
se desconoce cómo los lípidos neutros se organizan en LDs nacientes, si ocurre en 
localizaciones específicas en el RE o si son proteínas específicas las que están 
implicadas. En células de mamíferos, TIP47 es reclutada al RE durante el 
almacenamiento lipídico (Skinner et al., 2009) por lo que se sugiere su implicación en 
la formación de LDs. Sin embargo, muchos organismos (i.e. levaduras) no tienen 
ortólogo de TIP47 y muchos tipos celulares no la expresan (i.e. células S2 de 
Drosophila), por lo que este mecanismo por sí solo no podría ser responsable de la 
formación de LDs.  
 
1.5.3. Mitocondrias  
Las mitocondrias catalizan la β-oxidación de ácidos grasos de cadena media y 
larga derivados de la dieta (o procedentes de la oxidación de ácidos grasos de cadena 
muy larga en peroxisomas) para obtener acetil-CoA, que es utilizado para la 
producción de ATP y como sustrato de reacciones anabólicas (Schrader y Yoon, 2007).  
Las LDs se han observado frecuentemente asociadas a mitocondrias en 
adipocitos (Novikoff et al., 1980; Blanchette-Mackie y Scow, 1983), hepatocitos 
(Kalashnikova y Fadeeva, 2006) y células musculares (Shaw et al., 2008), en las que 
esta interacción incrementa cuando aumenta el requerimiento energético debido al 
ejercicio físico (Tarnopolsky et al., 2007).  Se cree que esta asociación permite la 
transferencia directa de ácidos grasos desde las LDs a las mitocondrias, donde serían 
utilizados para la obtención de energía por β-oxidación, lo que es especialmente 
relevante en músculo (Vock et al., 1996). En esta misma línea, se ha demostrado que la 
interacción entre mitocondrias y LDs en adipocitos se incrementa durante la lipolisis 
(Tarnopolsky et al., 2007). En particular, se ha demostrado que el ayuno incrementa la 
actividad de la enzima encargada del transporte de ácidos grasos hacia la matriz 
mitocondrial, CPT-1 (Zhang et al., 2005). Además, se ha observado que una 





mitocondriales o inhibidores de la cadena respiratoria mitocondrial puede inhibir la 
lipolisis estimulada por catecolaminas (Guilherme et al. 2008; Pardo et al. 2011; 
Medina-Gomez, 2012). 
Otro propósito de la interacción entre LDs y mitocondrias podría ser el tráfico 
de lípidos, ya que en levaduras, donde los peroxisomas son los únicos orgánulos 
implicados en la oxidación de ácidos grasos, también existen asociaciones claras entre 
LDs y mitocondrias. Así, se han encontrado muchas proteínas mitocondriales 
localizadas en LDs (Binns et al., 2006). Estos descubrimientos indican que la interacción 
entre LDs y mitocondrias puede estar involucrada en múltiples eventos fisiológicos no 
sólo relacionados con la oxidación de ácidos grasos. De hecho, tanto en tejido adiposo 
como en hígado, las mitocondrias juegan un papel fundamental en la lipogénesis 
proporcionando intermediarios clave para la síntesis de TAGs. El ciclo de Krebs 
proporciona, mediante reacciones anapleróticas, los sustratos necesarios para la 
síntesis de ácidos grasos (i.e. citrato) (Owen et al., 2002; Franckhauser et al., 2002). Por 
su parte, el glicerol-3-fosfato (G3P) sintetizado a partir del piruvato vía 
gliceroneogénesis es esterificado y acilado, tanto en el RE como en la mitocondria, 
para dar dos intermediarios de la síntesis de TAGs, ácido lisofosfatídico (LPA) y ácido 
fosfatídico  (PA) aunque en éste último caso, tras su producción, este intermediario es 
transportado al RE antes de ser utilizado para la síntesis de TAGs. Además, la 
generación de acetil-CoA para la síntesis de ácidos grasos antes de su esterificación en 
TAGs requiere de la participación de las mitocondrias, la activación de los ácidos grasos 
de cadena media ocurre en la matriz mitocondrial y la síntesis de fosfolípidos se lleva a 
cabo en la membrana externa mitocondrial. Estos resultados sugieren, en conjunto, 
que la capacidad lipogénica está condicionada al menos en parte por la función 
mitocondrial. En este contexto, se ha establecido que las mitocondrias juegan un papel 
fundamental en el crecimiento de las LDs durante la adipogénesis (Ducluzeau et al., 
2011), un proceso que está asociado con un incremento de la masa mitocondrial 
(Bogacka et al., 2005; Rosen et al., 2006). Se ha descrito además que, durante la 
adipogénesis, se produce un incremento en el desacoplamiento de la actividad 
respiratoria así como la fragmentación de la red mitocondrial, adquiriendo entonces 
una distribución punteada alrededor de la superficie de las LDs. Este proceso de fisión 
es esencial para una correcta acumulación de lípidos. El incremento coordinado de 
genes implicados en la β-oxidación de ácidos grasos y la producción de ROS 
argumentan a favor de un mecanismo estrictamente controlado y especializado que 
permite la lipogénesis y expansión de las LDs (Ducluzeau et al., 2011). Existen 





lipodistrofia concurren con importantes alteraciones de la actividad mitocondrial, lo 
que apoya el papel esencial de las mitocondrias en las complicaciones asociadas a la 
disfunción del tejido adiposo (Peinado et al., 2011; Medina-Gómez, 2012).  
En cuanto al papel de mitocondrias en la síntesis de fosfolípidos, en la 
membrana interna mitocondrial tiene lugar la biosíntesis de cardiolipina (CL), 
fosfatidiletanolamina (PE), fosfatidilglicerol (PG) y PA (Osman et al., 2011; Lagace y 
Ridgway, 2013). Como se ha mencionado anteriormente, la síntesis de fosfolípidos en 
las mitocondrias comienza con la acilación en la posición sn-1 de G3P o 
dihidroxiacetona fosfato (DHAP) por la acción de GPATs. A continuación, las ácido 
lisofofatídico aciltransferasas (LPAATs) convierten el LPA en PA, el intermediario 
central de las dos rutas celulares de síntesis de fosfolípidos, que será metabolizado a 
DAG para sintetizar PE y PC mediante la ruta de Kennedy, o a CDP-DAG para la 
producción de PS, PI, PG y CL (Fig. 9). 
 
Figura 9. Esquema de la biosíntesis de fosfolípidos en mitocondrias.  (A) Esquema de las 
reacciones necesarias para la formación de fosfolípidos. (B) Biosíntesis de CL en las membranas 
de RE y mitocondrias. (C) De forma alternativa, PC y PE pueden ser sintetizadas a través de la 
cascada enzimática de la ruta de Kennedy. Tomado de Osman et al., 2011 
 
Mientras que la CL se sintetiza a partir de CDP-DAG en la membrana interna 
mitocondrial mediante una cascada de reacciones multienzimáticas, la síntesis de PE y 





específicos del RE que se encuentran estrechamente asociados a mitocondrias. Esta PS 
importada del RE es descarboxilada en la membrana interna mitocondrial por acción 
de la enzima descarboxilasa Psd1, generando PE que es utilizada para la síntesis de la 
mayoría de los glicerofosfolípidos presentes en las membranas celulares. Su principal 
destino es el RE, donde se utiliza como sustrato para generar PC mediante una 
reacción de metilación. Este proceso conlleva el transporte de fosfolípidos entre las 
membranas del RE y las mitocondrias en regiones especializadas del RE que se 
encuentran estrechamente asociadas a las mitocondrias (Voelker, 1990; Gaigg et al., 
1995) y que, por ello, se denominaron mitochondria-associated membranes (MAMs; 
Vance, 1990; Ardail et al., 1993; Gaigg et al., 1995; Shiao et al., 1995). Estos dominios 
se caracterizan por estar enriquecidos en ciertos lípidos y enzimas implicadas en la 
biosíntesis de fosfolípidos (i.e. PS sintasa-1-PSS-1-, long chain fatty acid-CoA ligase -
FACL4-, aciltransferasa Ale1; PEMT, GPAT1 y acil-CoA sintasa 4 (Vance, 1990; Cui et al., 
1993; Stone y Vance, 2000; Pellon-Maison et al., 2007; Lewin et al., 2002). Se ha 
propuesto que el transporte entre ambos orgánulos, a pesar de ser independiente de 
ATP, está regulado por ubiquitinación. De hecho se ha identificado una E3 ubiquitin 
ligasa en el proceso de transporte de PS desde las MAMs hasta las mitocondrias 
(Schumacher et al., 2002; Voelker, 2009). Sin embargo, evidencias directas en 
levaduras apoyan la existencia de un puente macromolecular proteico compuesto de 
las proteínas Mdm10, Mdm34, Mmm1 y Mdm12 (sin aparentes homólogos en 
mamíferos), denominado complejo ERMES, que permite el transporte de fosfolípidos 
entre orgánulos (Kornmann y Walter, 2010), ya que la ausencia de componentes 
individuales de este complejo provoca una disminución de los niveles de PE y PC 
mitocondriales. Finalmente, destacar que las MAMs también están enriquecidas en 
enzimas implicadas en la síntesis de TAGs, como DGAT2 (Stone et al., 2009). 
 
1.5.4. Peroxisomas  
Los peroxisomas están presentes, en mayor o menor medida, en todas las 
células. Además de por crecimiento y división de peroxisomas preexistentes, estudios 
recientes han puesto de manifiesto que estos orgánulos, al igual que las LDs, podrían 
originarse a partir del RE (Titorenko y Mullen, 2006), lo que podría permitir la 
biogénesis coordinada de los dos orgánulos en respuesta a estímulos reguladores 
relacionados con el estado energético de la célula (Titorenko y Mullen, 2006). Al igual 
que lo observado para las mitocondrias, los peroxisomas se localizan frecuentemente 
cercanos a las LDs (Novikoff et al., 1980). Incluso se ha descrito la existencia de 





penetran en el núcleo de los cuerpos lipídicos de Saccharomyces cerevisiae (Binns et 
al., 2006). Hasta el momento, este tipo de interacción no se ha descrito en otros 
organismos. 
Los peroxisomas están implicados en una importante variedad de rutas 
metabólicas ligadas al metabolismo lipídico, incluyendo el catabolismo (α y β 
oxidación) de ácidos grasos de cadena muy larga (>C22) o ramificados, la biosíntesis de 
éter-fosfolípidos y ácidos biliares y el metabolismo del colesterol (Schrader, 2001). De 
hecho, los peroxisomas contienen cerca de 60 enzimas implicadas en rutas 
metabólicas de lípidos (Hunt et al., 2012). En este contexto, se ha propuesto que los 
contactos LDs-peroxisomas deben facilitar el acoplamiento de la lipolisis en las LDs a la 
oxidación de los ácidos grasos resultantes en el peroxisoma (Ozeki et al., 2005; Murphy 
et al., 2009). En los peroxisomas se produce la oxidación de compuestos más 
complejos que en el caso de las mitocondrias, como ácidos grasos de cadena muy 
larga, ácidos dicarboxílicos de cadena media y larga, precursores de ácidos biliares, 
prostaglandinas, leucotrienos y algunos ácidos grasos poli-insaturados. Sin embargo, 
este proceso de β-oxidación no genera energía, ya que, a pesar de que los peroxisomas 
contienen la maquinaria enzimática completa para la β-oxidación de ácidos grasos, 
esta oxidación no es completa y los productos resultantes son transportados a las 
mitocondrias, donde finaliza su oxidación hasta CO2 y H2O. El primer paso en el 
proceso de oxidación consiste en la activación de los ácidos grasos de cadena muy 
larga o ramificados gracias a varias enzimas, que incluyen acil-CoA sintetasas, cuya 
función es la unión de CoA a los ácidos grasos, y acil CoA oxidasas que reducen los 
ácidos grasos activados mediante la  introducción de un doble enlace entre los 
carbonos α y β a través de un grupo prostético unido a flavina (FAD) y oxígeno 
molecular. Esta reacción genera peróxido de hidrógeno (H2O2) el metabolito clave de 
este orgánulo (Faust et al., 2012). Las siguientes reacciones se basan en la enoil-CoA 
hidratación y la β-hidroxi-acil-CoA deshidrogenación de los ácidos grasos no 
ramificados y ramificados, respectivamente, dando lugar a la forma β-cetoacil-CoA 
correspondiente, en reacciones que son catalizadas por las proteínas denominadas 
“proteínas bifuncionales del peroxisoma”, LBP y DBP. LBP está implicada 
principalmente en el metabolismo de los ácidos grasos de cadena no ramificada 
mientras que DBP muestra preferencia por los ácidos grasos de cadena ramificada, 
como el ácido pristánico y los precursores de los ácidos biliares. A continuación, una 
tiolasa rompe el β-cetoacil-CoA generando acetil-CoA y reduciendo de esta forma la 
longitud del ácido graso. El transporte de los ácidos grasos generados hacia las 





enzimas carnitina O-acetil (octanoil) transferasas CRAT y CROT. Otra de las enzimas 
que actúa de forma paralela a la β-oxidación es la catalasa, que elimina el H2O2 
producido a lo largo del proceso (Wanders y Waterham, 2006; Faust et al., 2012). De 
hecho, los peroxisomas producen una cantidad importante de especies reactivas de O2 
(ROS) y de N2 (RNS). Además de catalasa, los peroxisomas contienen glutatión 
peroxidasa y peroxirredoxina V (PMP20), que catabolizan el H2O2 generado por la 
reducción del O2 por las oxidasas del peroxisoma. 
En la α-oxidación se degradan aquéllos ácidos grasos que poseen una 
ramificación consistente en un grupo metilo en el carbono en posición 3 (Faust et al., 
2012) y, por tanto, no pueden sufrir β-oxidación. El catabolismo de estos ácidos grasos 
conlleva en primer lugar una descarboxilación α-oxidativa para producir el 
correspondiente ácido graso (n-1) con el grupo metilo en la posición 2, convirtiéndose 
de esta forma en sustrato de β-oxidación. En mamíferos, la α-oxidación es un proceso 
estrictamente peroxisomal que sólo acepta como sustratos ésteres de acil-CoA (Faust 
et al., 2012).  
Además de las funciones catabólicas de los peroxisomas, éstos también tienen 
un papel esencial en la biosíntesis de éter-fosfolípidos, un proceso que llevan a cabo en 
conjunción con el RE. La síntesis comienza con la asociación de las enzimas exclusivas 
de peroxisomas, dihidroxiacetonafosfato O-aciltransferasa o DHAPAT (codificada por 
GNPAT) y alquildihidroxiacetona fosfato sintasa o ADHAPS (codificada por AGPS) en la 
cara luminal de la membrana peroxisomal. La ausencia de cualquiera de estas dos 
enzimas conlleva una síntesis de éter-fosfolípidos completamente deficiente (Brites et 
al., 2004). La reacción inicial consiste en la acilación de la dihidroxiacetona fosfato 
(DHAP) en la posición sn-1 por DHAPAT, seguida del intercambio del grupo acilo por un 
alcohol graso, catalizado por ADHAPS, que resulta en la formación de un enlace éter. 
Esta última enzima puede reaccionar con una gran variedad de alcoholes grasos, tanto 
saturados (desde C10:0 a C18:0) como mono (C18:1) y poliinsaturados (C18:2 y C18:3). 
Aunque la mayoría de los alcoholes grasos requeridos por la ADHAPS proceden de la 
dieta, parte de ellos son sintetizados a partir de la reducción de acil-CoAs (Rizzo et al., 
1987; Wang et al., 1995) y otra parte provienen de peroxisomas (Hayashi et al., 1997). 
La última contribución de los peroxisomas a la biosíntesis de éter-fosfolípidos es la 
reducción de la alquil-DHAP por una alquil-DHAP sintasa para generar alquil-glicerol 3-
fosfato (alquil-G3P). Esta enzima se localiza tanto en la membrana de los peroxisomas 
como en el RE (James et al., 1997), de modo que los peroxisomas establecen contactos 
con el RE que permiten la transferencia de fosfolípidos entre ambos orgánulos 





alquil-glicerol-3-fosfato para dar lugar a éter-fosfolípidos tienen lugar en el RE 
(Wanders y Waterham, 2006) (Fig. 10).  
 
Figura 10. Ruta metabólica de síntesis de plasmalógenos. Cascada de reacciones para la 
biosíntesis de plasmalógenos en peroxisomas y RE. Tomado de Braverman, 2012 
 
Los éter-fosfolípidos contienen habitualmente colina o etanolamina como 
grupos polares y pueden ser de dos tipos: plasmanil-fosfolípidos o plasmenil-
fosfolípidos, diferenciados por la presencia de un doble enlace. Así, los primeros tienen 
un enlace  éter 1-O-alquil y en el caso de los plasmenil-fosfolípidos es un 1-O-alque-11-
enil (Wanders y Waterham, 2006). Estos últimos, caracterizados como 
glicerofosfolípidos con un enlace éter vinílico en la posición sn-1, se conocen como 
plasmalógenos y son los éter-fosfolípidos más abundantes. Normalmente contienen en 
la posición sn-1 un alcohol de cadena larga compuesto por C16:0, C18:0 o C18:1, 
mientras que en la posición sn-2 contienen un ácidos graso poliinsaturado 
(normalmente  ácido docosahexanoico o ácido araquidónico) (Wanders y Waterham, 
2006).  En humanos, los plasmalógenos constituyen el 18% del total de la masa de 
fosfolípidos y muestran una distribución específica de células y tejidos. Se han 
observado altos niveles de plasmeniletanolamina en cerebro, corazón, pulmón, riñón, 
bazo, músculo esquelético y testículos, mientras que la plasmenilcolina abunda en 
corazón y músculo esquelético, presentando niveles muy bajos en los otros tejidos. 
Son importantes constituyentes de las membranas celulares incluyendo el núcleo, el 
RE, la red post-Golgi y las mitocondrias; sin embargo, no se han detectado en las 
membranas de peroxisomas (Honsho et al., 2008). Los plasmalógenos están implicados 
en varios procesos biológicos que afectan a la fluidez de las membranas, la 





Waterham, 2006; Nagan y Zoeller, 2001; Lee, 1998) y participan en el mantenimiento 
de la integridad de las membranas además de regular la formación de vesículas y la 
fusión de membranas  (Schrader y Yoon, 2007; Zehmer et al., 2009), el transporte de 
iones, y generar señalizadores, como el factor activador de plaquetas (PAF) (Wanders y 
Waterham, 2006; Braverman y Moser, 2012). De hecho, se ha propuesto a los 
plasmalógenos como antioxidantes contra las ROS gracias a la presencia del grupo éter 
vinílico en su estructura, lo que podría proteger a las células del estrés oxidativo 
(Zoeller et al., 1999). No obstante, en condiciones de estrés oxidativo, algunos 
plasmalógenos sirven como precursores de mediadores lipídicos derivados del ácido 
araquidónico, como leucotrienos y ácidos hidroxi-eicosatetranoicos (Khaselev y 
Murphy, 1999) que actúan como importantes mediadores de la respuesta inflamatoria 
(Goetzl et al., 1982). De hecho, un estudio lipidómico reciente en gemelos 
homocigóticos únicamente diferenciados por su índice de masa corporal (BMI) ha 
mostrado un incremento en los plasmalógenos que contienen ácido araquidónico en 
las membranas de los adipocitos procedentes de individuos con sobrepeso en 
comparación con sus gemelos delgados (Pietiläinen et al., 2011). Se ha propuesto que 
estos cambios podrían hacer más propensos a los adipocitos a respuestas inflamatorias 
frente al estrés oxidativo,  contribuyendo así al estado inflamatorio característico del 
tejido adiposo que se desarrolla en  condiciones de obesidad (Rodemer et al., 2003; 
Pietiläinen et al., 2011).  
Finalmente, se ha descrito la participación de los peroxisomas en la oxidación 
de ciertos aminoácidos y poliaminas (Wanders y Waterham, 2006; Wanders et al., 
2010a). 
En cuanto a la participación de los peroxisomas en el metabolismo del 
colesterol y los isoprenoides, aunque algunos estudios iniciales lo proponían, 
actualmente se cuestiona su implicación en dichos procesos (Wanders y Waterham, 
2006). 
 
1.5.5. Endosomas  
La interacción entre las LDs y los endosomas se planteó por primera vez al 
encontrar  proteínas implicadas en la regulación del tráfico de membranas endosomal 
en los proteomas de las LDs (revisado en Hodges y Wu, 2010). Posteriormente, 
estudios de microscopía electrónica permitieron localizar a las proteínas endosomales 
Rab5 y Rab11 en la superficie de LDs aisladas, lo que llevó a sugerir que estas Rab 





hecho, estudios realizados in vitro sobre extractos purificados de LDs y endosomas 
demostraron que las LDs son capaces de reclutar al efector de Rab5, EEA1, y que la 
eliminación de las proteínas Rab de las LDs con RabGDI impide la asociación  de las LDs 
y los endosomas (Liu et al., 2007). Estos resultados proporcionan evidencias directas 
de la implicación de Rab5 y otros miembros de la familia Rab en la regulación de las 
interacciones entre LDs y endosomas. A pesar de la presencia de proteínas SNARE 
tanto en la superficie de las LDs como  en los endosomas, se ha demostrado que el ATP 
causa la disociación de la unión entre ambos orgánulos, lo que indica que estos 
orgánulos tendrían la capacidad de unirse pero no de fusionarse (Liu et al., 2007). Se 
ha propuesto que en los macrófagos, la interacción entre ambos orgánulos podría ser 
importante para dirigir las LDs a los lisosomas para la generación de colesterol 
mediante autofagia (Ouimet et al., 2011). Además, el tráfico de la proteína caveolina-1 
hasta la superficie de las LDs así como el transporte de colesterol y proteínas de unión 
a ácidos grasos que normalmente residen en caveolas ocurre aparentemente a través 
de endosomas (Goodman, 2008).  
 
1.5.6. Ribosomas 
El descubrimiento de constituyentes ribosómicos en proteomas de las LDs 
(Beller et al., 2006; Cermelli et al., 2006; Wan et al., 2007) plantea la posibilidad de una 
asociación directa y funcional entre los ribosomas y las LDs. Estas observaciones han 
sido respaldadas mediante estudios de microscopía electrónica y técnicas de 
hibridación que han demostrado quela presencia tanto de ribosomas como de 
moléculas de ARN en contacto con las LDs en mastocitos (Dvorak et al., 2003) y 
leucocitos (Wan et al., 2007). Además, en células infectadas con el virus de la Hepatitis 
C, se ha detectado el ARN del virus en sitios específicos del RE, con frecuencia en 
yuxtaposición con las LDs (Targett-Adams et al., 2008). En conjunto, estas 
observaciones han llevado a sugerir que al menos algunos de los componentes de la 
cubierta proteica de las LDs alcanzan éstas por traducción localizada. 
 
1.6. Patología del tejido adiposo: obesidad e inflamación   
Está claramente establecido que el aumento de tejido adiposo que ocurre en la 
obesidad está comúnmente asociado con la resistencia a insulina, lo que constituye un 
factor de riesgo principal en el desarrollo de diabetes tipo II, hipertensión, dislipemia y 
enfermedad cardiovascular, incluidas en el síndrome metabólico, así como a ciertos 





Durante la ganancia de peso, los depósitos grasos incrementan su volumen debido 
tanto a un aumento del número de adipocitos como consecuencia del reclutamiento 
de nuevos adipocitos a partir de la diferenciación de sus células precursoras (células 
madre mesenquimales pluripotentes) (hiperplasia) como a un incremento del tamaño 
de los adipocitos (hipertrofia) (revisado en Rosen y Spiegelman, 2014). Aunque en 
principio se propuso que en humanos la sobrealimentación a largo plazo causaba 
exclusivamente incrementos en el tamaño celular sin afectar al número de adipocitos 
(Salans et al., 1971), actualmente se acepta que la hiperplasia se mantiene durante la 
etapa adulta, tanto en individuos delgados como obesos (Spalding et al., 2008).  
La acumulación de VAT está fuertemente asociada al desarrollo de resistencia a 
insulina y enfermedad cardiovascular (Hamdy et al., 2006; Snidjer et al., 2003), 
mientras que se ha sugerido que el SAT podría ser incluso protector desde el punto de 
vista metabólico (Virtue y Vidal-Puig, 2010). Esto se ha relacionado, entre otros 
factores, con la mayor infiltración de macrófagos y linfocitos que sufre VAT con 
respecto a SAT en obesidad (O´Rourke et al., 2009; Harman-Boehm et al., 2007). De 
hecho, actualmente se considera que la obesidad conlleva el desarrollo de un estado 
crónico de inflamación de bajo grado que, junto a la alteración del patrón de 
adipoquinas liberadas por dicho tejido en estas condiciones, conducirían al desarrollo 
de resistencia a insulina (Virtue y Vidal-Puig, 2010). En este sentido, los trabajos 
iniciales del grupo de Hotamisligil y Spiegelman demostrando la presencia de ARNm y 
proteína del factor de necrosis tumoral alfa (TNF) en grasa epididimal de ratones 
obesos y la capacidad de estos animales para recuperar la sensibilidad a insulina tras la 
neutralización de esta citoquina, establecieron las bases de la hipótesis de la 
inflamación como causa fundamental de la resistencia a insulina asociada a obesidad 
(Hotamisligil et al., 1993).  
En la actualidad se acepta que el estado inflamatorio asociado a obesidad se 
relaciona con la puesta en marcha de varios procesos que conducen a estrés celular en 
los adipocitos (revisado en Maury y Brichard, 2010; Gregor y Hotamisligil, 2007; Virtue 
y Vidal-Puig, 2010; Guilherme et al., 2008; Malagón et al., 2013). En particular, la 
acumulación de lípidos en los adipocitos altera la función de varios orgánulos 
subcelulares, como el RE y las mitocondrias, causando estrés del RE y un incremento 
en la producción de especies reactivas de oxígeno (ROS), respectivamente, que, junto 
con la hipoxia y el estrés mecánico provocado por la hipertrofia de estas células, 
inducen la activación de cascadas inflamatorias, incluyendo las rutas de señalización de 
las quinasas c-Jun N-terminal (JNK) e IκB (IKK)/NFκB. Esto, a su vez, incrementa la 





(TNFα; IL-6 y MCP-1) que inducen la expresión de  moléculas de adhesión (ICAM-1, 
VCAM-1) por las células endoteliales, lo que favorece la infiltración del tejido adiposo 
por macrófagos. La obesidad también induce cambios en el fenotipo de los macrófagos 
del tejido adiposo, que pasan de un fenotipo M2 anti-inflamatorio caracterizado por la 
producción de citoquinas como IL-10, a un fenotipo M1 secretor de citoquinas pro-
inflamatorias como IL-1β, IL-6 o TNFα. Además, se ha demostrado que la infiltración de 
linfocitos en el tejido adiposo precede y promueve la infiltración de macrófagos en el 
tejido adiposo en obesidad (Nishimura et al., 2009). Los macrófagos activados liberan 
entonces citoquinas pro-inflamatorias que amplifican el efecto iniciado por los 
adipocitos. La suma de todos estos factores interfiere con la señalización a insulina en 
adipocitos y causa resistencia a esta hormona. El estado inflamatorio ligado a obesidad 
también se ha relacionado con la disrupción de la adipogénesis (Sethi y Vidal-Puig, 
2007). Los ácidos grasos liberados por los adipocitos como resultado de la 
necrosis/apoptosis de adipocitos y/o incremento en la lipolisis como causa de la 
resistencia a insulina de los adipocitos, agravan la respuesta inflamatoria y se 
acumulan en localizaciones ectópicas, como músculo o hígado, donde inducen 
resistencia a insulina mediante un mecanismo lipotóxico (Maury y Brichard, 2010, 
Gregor y Hotamisligil, 2007; Virtue y Vidal-Puig, 2010; Guilherme et al, 2008). También 
se ha sugerido que las citoquinas proinflamatorias liberadas por el tejido adiposo 
contribuyen al desarrollo de la inflamación y la apoptosis en estos órganos y en 
páncreas causando diabetes de tipo II. Junto a estas moléculas señalizadoras, los 
individuos obesos muestran niveles elevados de adipoquinas que se han asociado a 
resistencia a insulina, como resistina, leptina, visfatina, lipocalina-2, RBP4, y A-FABP y 
una disminución en la producción de adipoquinas con propiedades insulino-
sensibilizantes, como adiponectina y omentina (Ouchi et al., 2011; Malagón et al., 
2013). Esta alteración en el patrón sceretor del tejido adiposo en obesidad se ha 
asociado con la alteración en los lípidos circulantes, la presión sanguínea, coagulación, 
fibrinolisis e inflamación que conducen a la disfunción endotelial, aterosclerosis y 
enferemedad cardiovascular (revisado en Malagón et al., 2013).  
Otro de los rasgos característicos de la inflamación del tejido adiposo es la 
acumulación de fibrosis intersticial (Henegar et al., 2008), desencadenada en las 
condiciones de hipoxia generada como consecuencia de la hipertrofia de los adipocitos 
(Sun et al., 2011), que disminuye la flexibilidad de la matriz extracelular y la plasticidad 
del tejido. Este fenómeno se define como una acumulación excesiva de componentes 
de la matriz extracelular, que resulta en un desequilibrio entre la síntesis de 





estas proteínas. Esta acumulación de matriz extracelular contribuye a incrementar el 
ambiente desfavorable generado como consecuencia de la inflamación. En la Fig. 11 se 
muestra un esquema de las modificaciones que suceden en el tejido adiposo tras el 
estabecimiento del estado proinflamatorio en obesidad. 
 
Figura 11. Inflamación del tejido adiposo en obesidad.  En el esquema se representan la 
hipertrofia de los adipocitos y los cambios en la fracción de estroma vascular tras la activación 

















































El objetivo general de la presente Tesis Doctoral ha sido la caracterización de la 
participación de Rab18 en la regulación de la homeostasis de las gotas lipídicas y la 
identificación de los factores que median este proceso.  Para conseguir este objetivo 
general, se plantearon los siguientes objetivos específicos:  
1. Determinar la contribución de Rab18 en la regulación de las gotas lipídicas en 
adipocitos y su función como mediador de la interacción de éstas con otros orgánulos 
celulares que mantienen la homeostasis lipídica en estas células. 
2. Analizar los mecanismos moleculares regulados por Rab18 responsables de la 
dinámica intracelular de las gotas lipídicas, así como la implicación de la red de 
citoesqueleto en este proceso.  
3. Identificar las proteínas que interaccionan con Rab18 y su participación en la 



























































































3.1. Material biológico 
3.1.1. Cultivo de líneas celulares  
Se ha utilizado la línea celular 3T3-L1 de células de tipo fibroblástico que 
provienen de embriones de ratón. Esta línea se obtuvo de la ATCC (American Type 
Culture Collection; LGC Standards S.L.U., Barcelona) y fue cultivada siguiendo las 
indicaciones del comerciante, considerando que las células no alcanzaran un grado de 
confluencia superior al 70-80%, ya que, la confluencia reduce su capacidad de 
diferenciación a adipocitos. Los cultivos celulares se mantuvieron en un incubador a 
370C, manteniendo un 5% de CO2. Todos los experimentos se llevaron a cabo usando 
células de los pases 4 a 15. A partir del 15º pase los cultivos se desecharon para ser 
sustituidos por células nuevas mantenidas en N2 líquido. 
Las células 3T3-L1 fueron cultivadas en medio Dulbeco’s Modified Eagle 
Medium [DMEM, Lonza (Vervies, Bélgica)] con 4,5 g/l de glucosa, suplementado con L-
glutamina 4 mM, antibiótico-antimicótico al 1% (v/v), 1,5 g/l de bicarbonato sódico y 
suero de neonato bovino (NCS) al 10% (v/v) [Gibco (Barcelona)]. Los cultivos de 
mantenimiento se realizaron en botellas de 75 ó 150 cm2 a una densidad de 2.000 
células/cm2, refrescándose 2 veces a la semana mediante el uso de una solución 
comercial de 0,5 g/l de tripsina y 0,2 g/l de EDTA (Sigma-Aldrich, Química S.A., Madrid). 
Las células obtenidas se sometieron a un test de viabilidad celular con azul tripán y 
posteriormente se sembraron en el soporte adecuado según la finalidad del 
experimento. De esta forma, las células dirigidas a estudios microscópicos fueron 
sembradas sobre cubreobjetos de 25 mm de diámetro, que fueron colocados sobre 
placas individuales de 35 mm de diámetro o placas de 6 pocillos. Las células utilizadas 
para la obtención de extractos proteicos o de ARN se sembraron en placas individuales 
de 35 mm de diámetro o placas de 6 pocillos y en el caso de las células destinadas a 
experimentos de electroporación, la siembra se realizó sobre placas de 150 mm de 
diámetro. En todos los casos se mantuvo la misma densidad de siembra (3.000 
células/cm2). Para su diferenciación, las células se dejaron crecer hasta alcanzar un 
100% de confluencia y, en ese momento, se incubaron en DMEM con 4,5 g/l de 
glucosa suplementado con L-glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica al 1% 
(v/v), bicarbonato (1,5 g/l), suero fetal bovino al 10% (v/v) (PAA, Pasching, Austria), 10 
μg/ml de insulina, 0,25 μM de dexametasona y 0,5 mM de IBMX (Medio de 
diferenciación I) durante 72 h. Transcurrido este tiempo, las células se incubaron en 
DMEM con glucosa (4,5 g/l) suplementado con L-glutamina (4 mM), solución 
antibiótica-antimicótica al 1% (v/v), bicarbonato sódico (1,5 g/l), suero fetal bovino 




(10% v/v) e insulina (10 μg/ml) (Medio de diferenciación II), durante 72 h. A partir de 
ese momento, los cultivos celulares se mantuvieron en DMEM con 4,5 g/l de glucosa 
suplementado con L-glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica (1% v/v), 
bicarbonato sódico (1,5 g/l), suero fetal bovino (10% v/v) (Medio de diferenciación III). 
El medio se renovó cada 48 h, hasta que las células fueron utilizadas para las distintas 
manipulaciones experimentales (día 6 para los experimentos de transfección; días 8-10 
para el resto de los estudios). 
La línea celular HEK293T procedente de riñón embrionario humano utilizada 
para los experimentos de inmunoprecipitación fue amablemente proporcionada por el 
Dr. Marco Antonio Calzado (Universidad de Córdoba, España). Los cultivos celulares se 
mantuvieron en un incubador a 37 0C manteniendo un 5% de CO2. Estas células fueron 
utilizadas entre los pases 2 y 20. A partir del 20º pase, los cultivos se desecharon para 
ser sustituidos por células nuevas mantenidas en nitrógeno líquido. La línea fue 
cultivada en medio DMEM conteniendo glucosa 1 g/l y suplementado con L-glutamina 
2 mM, solución antibiótica-antimicótica al 1% (v/v) y suero fetal bovino al 10% (v/v). 
Los cultivos de mantenimiento se realizaron en botellas de cultivo de 75 cm2 (TPP, 
Trasadingen, Suiza) y se levantaron dos veces por semana utilizando una solución 
comercial conteniendo tripsina 0,5 g/l y EDTA 0,2 g/l (Sigma). Las células así obtenidas 
se sembraron en placas de 6 cm de diámetro (TPP) a una densidad de 6.000 células 
/cm2.  
 
3.2. Tratamientos experimentales 
3.2.1. Estudio de la localización intracelular de Rab18  
El efecto de isoproterenol, insulina, TNFα y la deprivación de suero, así como el 
efecto de las drogas brefeldina A (BFA), latrunculina B y nocodazol sobre la distribución 
intracelular de Rab18 fue analizado mediante inmunocitoquímica en células 3T3-L1 
diferenciadas a adipocitos. La BFA se utilizó como agente inhibidor del tráfico de 
proteínas entre RE y Golgi (Fujiwara et al., 1988), mientras que se emplearon las 
drogas latrunculina B y nocodazol para la desestabilización del citoesqueleto de actina 
y de microtúbulos, respectivamente (Eyster et al., 2005; Molero et al., 2001). Para 
llevar a cabo estos experimentos, las células fueron tratadas durante 2 h con insulina 
100 nM o con isoproterenol 10 μM o mantenidas en medio carente de suero durante 
24 h. Previamente a los tratamientos, las células se mantuvieron en medio DMEM con 
4,5 g/l de glucosa suplementado con L-glutamina 4mM, antibiótico-antimicótico al 1% 
(v/v) y 1,5 g/l de bicarbonato sódico  durante 2 h (pretratamiento). En el caso de los 




tratamientos con las drogas, éstas fueron añadidas a los cultivos celulares durante 30 
min en el caso de BFA (5 μg/ml) (Sigma) y latrunculina B (10 μM) (Calbiochem, 
Darmstadt, Alemania) o durante 1 h para tratamientos con nocodazol 10 μM (Sigma). 
A continuación, las células fueron incubadas con insulina o isoproterenol en ausencia o 
en presencia de la droga correspondiente durante 2 h. Para los experimentos con TNFα 
(20 ng/ml) (Peprotech, Rocky Hill, New Jersey, EE.UU), las células se mantuvieron 
durante 8 y 24 h en presencia de esta citoquina. En todos los experimentos se 
emplearon cultivos adicionales de células en medio DMEM con 4,5 g/l de glucosa 
suplementado con L-glutamina 4mM, antibiótico-antimicótico al 1% (v/v) y 1,5 g/l de 
bicarbonato sódico  durante 2 h (control), que se mantuvieron bajo las mismas 
condiciones experimentales que los cultivos expuestos a los tratamientos descritos. Al 
final de los tratamientos, las células se procesaron para los estudios correspondientes 
de inmunofluorescencia, fraccionamiento subcelular y/o Western Blotting. 
 
3.3. Estudios bioquímicos mediante Western Blotting 
3.3.1. Obtención de extractos proteicos 
Al final de los tratamientos, los cultivos celulares se lavaron dos veces con PBS 
0,01 M, pH 7,4, y se trataron con tampón de extracción RIPA [Tris-HCl 50 mM, NaCl 
150 mM, EDTA 1 mM, Tritón X-100 1% (v/v), deoxicolato sódico 1% (m/v), SDS 0,1% 
(m/v), pH 7,4] suplementado con inhibidores de proteasas (PMSF 0,1 mM, 
quimostatina 5 µg/ml, leupeptina 5 µg/ml, antipaina 5 µg/ml, pepstatina A 5 µg/ml). 
Las células se despegaron en un volumen  adecuado de tampón de extracción (entre 
100 y 400 μl). A continuación, los extractos se homogeneizaron con ayuda de una 
jeringa de 1 ml y aguja de 25 G. Los homogenados fueron incubados durante 30 min en 
hielo y se sometieron a 3 pulsos de sonicación. Posteriormente, se centrifugaron 
durante 5 min a 9.000 x g a 4 0C para eliminar restos celulares y los sobrenadantes se 
conservaron a -80 0C hasta su análisis. Todos los lavados, homogeneización e 
incubaciones se realizaron en hielo. Para los estudios funcionales de respuesta 
intracelular, los extractos proteicos se obtuvieron utilizando 300 μl de tampón de 
extracción SDS-DTT [Tris-HCl 62,5 mM, DTT 100 mM, SDS 2% (m/v), glicerol 20% (v/v), 
pH 7,6] calentado a 65 0C. Los extractos se sometieron a 3 pulsos de sonicación, se 
hirvieron durante 5 min a 97 0C y se guardaron a -80 0C hasta su análisis. 
 




3.3.2. Aislamiento de fracciones citosólica y de membrana de los 
adipocitos 
Para el aislamiento de las fracciones citosólicas y de membrana de adipocitos 
3T3-L1, se lavaron las células con tampón de homogeneización HES (HEPES 20mM, 
sacarosa 255 mM y  EDTA 1 mM, pH 7,4). A continuación, las células se recogieron en 
un volumen final de 1 ml de tampón de homogeneización con inhibidores de proteasas 
[CLAP (1 µ/ml solución 0,1%]) y PMSF (1 µ/ml solución 0,1%)] y se homogeneizaron con 
un homogeneizador vidrio-vidrio durante 30 s. Posteriormente el lisado se pasó 20 
veces a través de una aguja 25 G y se centrifugó a 1.000 x g durante 10 min a 4 0C para 
eliminar los núcleos y las células no lisadas. Se guardó una alícuota del sobrenadante 
resultante (postnuclear supernatant, PNS) para su posterior análisis. El resto de 
sobrenadante se centrifugó a  200.000 x g durante 2 h a 4 0C. Con esta centrifugación 
se obtuvo la fracción cruda de membrana (pella) y la fracción citosólica 
(sobrenadante). La fracción cruda de membrana se resuspendió en 1 ml de tampón 
RIPA [Tris-HCl 50 mM, NaCl 150 mM, EDTA 1 mM, Tritón X-100 1% (v/v), deoxicolato 
sódico 1% (m/v), SDS 0,1% (m/v), pH 7,4] suplementado con inhibidores de proteasas 
(PMSF 0,1 mM, quimostatina 5 µg/ml, leupeptina 5 µg/ml, antipaina 5 µg/ml, 
pepstatina A 5 µg/ml) mediante pipeteo, pasando el extracto 5 veces a través de una 
aguja 25 G y sonicando. A continuación se añadió la cantidad de volumen necesaria 
para igualar el volumen de la fracción citosólica. Las fracciones obtenidas se 
precipitaron con acetona. 
 
3.3.3. Aislamiento de LDs 
Para el aislamiento de fracciones enriquecidas en LDs, se lavaron las células con 
D-PBS, se levantaron y se centrifugaron a 70 x g. El pellet obtenido se resuspendió en 3 
ml de tampón de lisis (Tris-HCl 25 mM pH 7,4, KCl 100 mM, EDTA 1 mM, EGTA 5 mM, 
pH 7,4 e inhibidores de proteasas), se pasó 30 veces por una aguja 25 G en hielo y se 
mezcló con un volumen igual (3 ml) de tampón de lisis que contenía  1,08 M de 
sacarosa. Las células se centrifugaron a 1.500 x g durante 10 min a 4 0C. El pellet 
obtenido incluye la fracción de núcleos. El sobrenadante se transfirió a un tubo de 
ultracentrifugación de 12 ml y se añadieron secuencialmente 2 ml de tampón de 
sacarosa 0,27 M, 2 ml de tampón de sacarosa 0,135 M y 2 ml de Top Solution (Tris-HCl 
25 mM, EDTA 1 mM y EGTA 1 mM, pH 7,4). La mezcla se centrifugó a 150.500 x g 
durante 2 h a 4 0C. Se recogieron 8 fracciones correspondientes a las LDs (fracciones 1 
y 2), zona intermedia entre LDs y citosol (fracciones 3 y 4), y el citosol (fracciones 5-7). 




La fracción 8 y la pella constituyen la fracción total de membrana.  Esta fracción de 
membrana así como la fracción de núcleos se solubilizaron en 1,5 ml de tampón Top 
Solution mediante sonicación. Para eliminar los lípidos de la fracción de gotas lipídicas 
se siguió el protocolo de precipitación con acetona, mientras que el resto de fracciones 
se precipitaron utilizando Cloroformo/Metanol. 
 
3.3.4. Proteómica de LDS 
Para la identificación de las proteínas que forman parte de la cubierta en las 
LDs, se aislaron LDs de adipocitos 3T3-L1 en condiciones basales y tratados durante 4 h 
con insulina 100 nM. Las fracciones 1 y 2 de cada una de las condiciones obtenidas tras 
el aislamiento de LDs se unieron y se precipitaron mediante acetona. Las pellas 
resultantes se resuspendieron en 60 µl de tampón (20 mM HEPES, 1,5 mM MgCl2, 10 
mM KCl, 1 mM EDTA; pH 7,4) y se cuantificaron. De cada uno de los extractos, 20 µg de 
proteína fueron tripsinizados y procesados para cromatografía líquida de alta eficacia 
HPLC (Ultimate Plus, LCPackings-LTQ Finnigan, Thermo) y espectrometría de masas 
MALDI-TOF/TOF (4700 Proteomics Analyzer, Applied Biosystems). Las huellas 
peptídicas obtenidas se analizaron utilizando la base de datos MASCOT (Mascot 
software v2.2; Matrix Science, London, Reino Unido). 
 
3.3.5. Precipitación de proteínas mediante acetona  
Para esta precipitación se añadieron 4 volúmenes de acetona fría por cada 
volumen de proteína, se mezcló y se dejó a -20 0C durante toda la noche. Al día 
siguiente, se centrifugó la mezcla a 1.400 x g durante 10 min a 4 0C y se eliminó el 
sobrenadante con cuidado para no perder el pellet. Se añadieron 100 µl de metanol 
frío para eliminar la acetona y se centrifugó de nuevo a 1.400 x g durante 10 min a 4 
0C. Posteriormente se eliminó el metanol y se dejó secar el pellet para luego 
resuspenderlo en el tampón adecuado.  
 
3.3.6. Precipitación de proteínas mediante el método 
Cloroformo/Metanol 
La precipitación de proteínas mediante el método cloroformo/metanol, 
utilizada en diferentes experimentos, permite la eliminación de restos de sales y 
detergentes de la muestra. Para ello, y por cada 100 µl de muestra, se añadieron por 
orden sucesivo 400 µl de metanol, 100 µl de cloroformo y 300 µl de agua, mezclando 




siempre mediante vortex tras cada paso. La mezcla se centrifugó durante 1 min a 
14.000 x g y se eliminó la capa acuosa superior. Posteriormente, se añadió de nuevo 
400 µl de metanol y se centrifugó 2 min a 14.000 x g. Finalmente, se eliminaron los 
restos de metanol y se dejó secar la pella a temperatura ambiente. La pella se 
resuspendió en 40 µl de tampón de carga 1,5x para su posterior análisis por Western 
Blotting.  
 
3.3.7. Electroforesis desnaturalizante y electrotransferencia 
Una vez obtenidos los diferentes extractos y fracciones proteicas, se determinó 
la concentración de proteína total utilizando el método de Bradford (Bradford, 1976). 
Para ello, se mezclaron 50 μl de NaOH 50 mM con 2 μl de muestra y 1 ml de reactivo 
de Bradford. Tras incubar 10 min en oscuridad y a temperatura ambiente, se 
determinó el valor de densidad óptica (DO) a 590 nm mediante espectrofotometría. La 
proteína total del extracto se determinó en relación a una recta patrón. 
Posteriormente, las muestras se prepararon para su separación electroforética 
mezclando 4 volúmenes del extracto proteico con un volumen de tampón de carga 5X 
[Tris-HCl 500 mM, SDS 7,5% (m/v), EDTA 10 mM, sacarosa 50% (m/v), β-
mercaptoetanol 5% (v/v), DTT 250 mM, azul de bromofenol 5 mg/ml, pH 6,8], se 
hirvieron durante 5 min para desnaturalizar las proteínas de la muestra y finalmente se 
centrifugaron a 8.000 x g durante 5 min a 4 0C para eliminar los restos insolubles. Una 
vez preparado el extracto proteico, unos 50 μg de proteína se sometieron a 
electroforesis desnaturalizante en un gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) utilizando el 
sistema de electroforesis Mini-PROTEAN Tetra (Bio-Rad, Madrid). Según el peso 
molecular de la proteína a estudiar, la electroforesis se realizó en geles con un 
porcentaje de poliacrilamida del 7,5, 10 ó 12,5%. La migración se llevó a cabo en un 
voltaje inicial de 80 V hasta que las muestras pasaran el gel stacking (poliacrilamida al 
4%) seguido de un voltaje constante de 120 V hasta que el frente de migración llegara 
al final del gel. Una vez finalizada la electroforesis las proteínas se transfirieron a una 
membrana de nitrocelulosa (BioTrace NT, Pall Corp., Pensacola, FL, EE.UU.). La 
transferencia transcurrió a un voltaje constante de 60 V durante 75 min y con 
recirculación continua del tampón de transferencia [Tris 25 mM, glicina 190 mM, SDS 
al 0,2% (m/v), metanol al 20% (v/v)]. Terminada la transferencia, se dejó secar la 
membrana a temperatura ambiente durante 1 h (en el caso de Rab18), lo que mejora 
la fijación de proteínas de pequeño tamaño a la membrana, que a continuación se tiñó 
con Rojo Ponceau [Ponceau S al 0,1% (m/v) en ácido acético al 1% (v/v)] durante 5 min 
para comprobar que la transferencia había sido correcta. 




3.3.8. Inmunodetección y análisis densitométrico 
Las membranas fueron desteñidas y bloqueadas durante 1 h con tampón de 
bloqueo [TBS (Tris-HCl 25 mM, NaCl 150 mM, pH 7,5), Tween-20 al 0,05% (v/v) (TTBS) y 
leche desnatada en polvo (Biorad) al 5% (m/v)]. Después, se incubaron con el 
anticuerpo primario correspondiente diluido en tampón de bloqueo durante toda la 
noche a 4 0C. Las características de los diferentes anticuerpos primarios utilizados se 
resumen en la Tabla 1. A continuación, las membranas se lavaron tres veces durante 
15 min con tampón de lavado [TBS conteniendo Tween-20 al 0,05% (v/v)] y se 
incubaron con el anticuerpo secundario conjugado con peroxidasa de rábano (Sigma) 
diluido en tampón de bloqueo. Finalmente, las membranas se lavaron tres veces 
durante 15 min con tampón de lavado. El revelado de la peroxidasa se llevó a cabo con 
el kit de detección de la peroxidasa basado en quimioluminiscencia (ECL-Plus GE 
Healthcare, Chalfont St. Giles, Reino Unido) y películas auto-radiográficas (BioMax XAR 
Kodak, Sigma). Tras el revelado, las películas se escanearon y las imágenes obtenidas 
fueron procesadas con el programa ImageJ 1.40j (NIH, EE.UU.) para realizar el análisis 
cuantitativo de las bandas inmunorreactivas mediante la cuantificación de la DO media 
de cada una. Para normalizar la carga de proteína en las diferentes calles, se realizó la 
inmunotinción contra β-actina y la DO para la proteína de interés se refirió a aquella de 
β-actina. En aquellos casos en que no se pudo llevar a cabo una normalización con β-
actina, ésta se refirió a la DO resultante de la tinción con Rojo Ponceau en cada calle. 
 
Tabla 1. Anticuerpos primarios utilizados en los estudios de Western Blotting 
Nombre Origen Dilución Proporcionado por 
Anti-Rab18 Conejo 1/500 Sigma-Aldrich (Madrid) 
Anti-Perilipina Cobaya 1/2000 Progen (Heidelberg, Alemania) 
Anti-Calnexina Cabra 1/100 
Santa Cruz Biotechnology (Heidelberg, 
Alemania) 
Anti-PMP70 Cobaya 1/300 
Dr. Wilhelm Just (Univ. de Heidelberg, 
Alemania) 
Anti-cMyc Ratón 1/1000 AbD Serotec (Oxford, Reino Unido) 
Anti-cMyc Conejo 1/750 Cell Signaling (Massachusetts, EE.UU.) 
Anti-HA Ratón 1/1000 Dr. J.R. Peinado (Univ. Castilla la Mancha) 
Anti-GDI2 Conejo 1/100 ProteinTech (Chicago, EE.UU.) 
Anti-GFP Conejo 1/2000 Abcam (Cambridge, Reino Unido) 
Anti-Akt Conejo 1/1000 Cell Signaling 
Anti-pAkt (Ser473) Conejo 1/1000 Cell Signaling 
Anti-PTEN Ratón 1/200 Santa Cruz Biotechnology 
Anti-pPTEN 
(Ser380/Thr382/Thr383) 
Conejo 1/1000 Cell Signaling 
Anti-β-actina Ratón 1/50000 Sigma-Aldrich 
Anti-GM130 Ratón 1/750 BD Bioscences (Bedford, MA) 




3.4. Transfección y electroporación de cultivos celulares   
3.4.1. Transfección transitoria de líneas celulares 
La introducción de vectores plasmídicos de expresión en células HEK293T se 
realizó mediante transfección con el reactivo Lipofectamine 2000 (Invitrogen, 
Barcelona) siguiendo las instrucciones del fabricante. Las células fueron transfectadas 
2 ó 3 días tras su siembra, cuando el cultivo alcanzó una densidad aproximada del 60%. 
Así, las células cultivadas para realizar estudios de inmunoprecipitación se 
transfectaron con 4 μg de ADN plasmídico y 7,5 µl de Lipofectamine 2000 por cada 
placa de 6 cm de diámetro. La transfección se realizó en medio OptiMEM I (Gibco) 
durante 6 h. Transcurrido este tiempo, se retiró el medio de transfección y se añadió 
medio de cultivo fresco. Tras la transfección, las células se cultivaron durante 2 ó 3 días 
adicionales antes de realizar los estudios correspondientes. 
 
3.4.2. Electroporación de líneas celulares  
La introducción de vectores plasmídicos de expresión en células 3T3-L1 se llevó 
a cabo mediante electroporación cuando las células se encontraban a día 6 de 
diferenciación. Se utilizó el sistema Gene Pulse Xcell (BioRad) y cubetas de 2 mm de 
grosor (BioRad). Cada electroporación se realizó en un volumen final de 100 μl de 
medio D-PBS (Dulbecco-PBS sin Mg+2 ni Ca+2, GibcoBRL), conteniendo cada cubeta 10 
μg de vector. Los parámetros de electroporación consistieron en un voltaje de 0,11 Kv 
y 500 μF de capacitancia. Terminada la electroporación, las células fueron 
resuspendidas en 1 ml de medio completo y posteriormente sembradas en las placas 
correspondientes. Transcurridas 24 h de la electroporación, se cambió el medio a las 
placas y a las 48 h las células fueron utilizadas. En caso de los cultivos destinados a 
experimentos de imagen celular, los cubreobjetos se trataron con Colágeno Tipo I de 
cola de rata (BD Bioscences, Bedford, MA, EE.UU.) a una concentración de 0,77 mg/ml. 











Tabla 2. Vectores plasmídicos de expresión utilizados. 
Nombre Proporcionado por 





DsRed-Rab18 Este estudio 
DsRed-GDI2 Este estudio 







pRK5-HA-MAST3K Dr. Rafael Pulido (Universidad del País Vasco) 
GFP-LRBA 
Dr.William Kerr (H. Lee Moffitt Cancer Center and 
Research Institute, Universidad de Florida, EE.UU.) 
GFP-SKL 
Dr. Wilhelm Just (Universidad de Heidelberg, 
Heidelberg, Alemania) 
 
3.5. Estudios de microscopía confocal 
La distribución intracelular de las proteínas en células 3T3-L1 diferenciadas se 
estudió mediante microscopía confocal. Para ello, las células se fijaron en 
paraformaldehído al 4% (m/v) a temperatura ambiente en tampón PBS [PBS 0,01M pH 
7,4] durante 10 min. Posteriormente, se lavaron tres veces con tampón PBS y se 
incubaron con tampón de bloqueo [PBS conteniendo saponina al 0,3% (v/v) y BSA al 
1% (m/v)] durante 1 h. A continuación, las células se incubaron con el anticuerpo 
primario diluido en tampón de anticuerpo [PBS conteniendo saponina al 0,3% (v/v) y 
BSA al 0,5% (m/v)] durante toda la noche a 4 0C. En la Tabla 3 se indican los diferentes 
anticuerpos primarios utilizados para los estudios de inmunocitoquímica. El exceso de 
anticuerpo primario no unido fue eliminado mediante tres lavados con tampón PBS y 
las células fueron incubadas con el anticuerpo secundario apropiado conjugado con el 
fluorocromo Alexa 405, 488 ó 594 (Molecular Probes, Eugene, OR, EE.UU.) a 
temperatura ambiente durante 2 h. Finalmente, las células se lavaron tres veces con 
tampón PBS y el cubreobjetos conteniendo las células inmunoteñidas se montó sobre 
un portaobjetos utilizando medio de montaje de PBS: Glicerol (1:1).  
En aquellos casos en que únicamente se analizó la distribución de una proteína 
expresada exógenamente y unida a un marcador fluorescente (GFP o DsRed), el 
protocolo de preparación de las muestras terminó tras la fijación. Para la identificación 
de mitocondrias, RE o LDs, las células fueron incubadas con los marcadores vitales 
Mitotracker Red CMXRos 250 nM, ER-TrackerTM Red 1 mM o BODIPY493/503 5 µM 




(Invitrogen, Barcelona), respectivamente, durante 30 min a 37 0C de forma previa a la 
fijación. El marcaje de los filamentos de actina se realizó sobre células ya fijadas 
utilizando faloidina a una concentración de 0,15 µM durante 30 min. 
 
Tabla 3. Anticuerpos primarios utilizados para los estudios de inmunocitoquímica. 
Nombre Origen Dilución Proporcionado por 
Anti-Rab18 Conejo 1/500 Sigma Aldrich (Madrid) 
Anti-Perilipina Cobaya 1/1000 Progen (Heidelberg, Alemania) 
Anti-Calnexina Cabra 1/100 BD Bioscences (Bedford, MA, EE.UU.) 
Anti-PMP70 Cobaya 1/300 
Dr. W. Just (Univ. de Heidelberg, 
Alemania) 
Anti-cMyc Ratón 1/1000 AbD Serotec (Oxford, Reino Unido) 
Anti-DGAT2 Cabra 1/300 
Novus Biologicals (Littleton, CO, 
EE.UU.) 
Anti-HA Ratón 1/1000 
Dr. J.R. Peinado (Univ. Castilla la 
Mancha) 
 
Las preparaciones fueron examinadas mediante microscopía confocal utilizando 
un equipo LSM 5 Exciter (Carl Zeiss). Para la adquisición de la señal del fluorocromo 
Alexa 488 y la de GFP las muestras fueron excitadas a 488 nm y se adquirió la 
fluorescencia emitida entre 500 y 550 nm. En el caso del fluorocromo Alexa 594, la 
excitación se realizó a 543 nm y se recogió la emisión entre 610 y 700 nm, mientras 
que para el fluorocromo Alexa 405, la excitación de la muestra se realizó a 405 y la 
emisión fue recogida entre 420 y 480 nm. Dependiendo de la localización de la señal 
fluorescente y del tamaño celular, se adquirieron entre 10 y 20 planos confocales por 
cada canal. El conjunto de todos los planos para cada célula y canal fueron sometidos a 
un proceso de deconvolución con el software Huygens Essential 2.4.4 (SVI, Hilversum, 
Holanda) y se procesaron y analizaron utilizando los programas ImageJ 1.40g e Imaris 
7.0.0 (Bitplane, Zurich, Switzerland). Concretamente, se realizaron ensayos análisis de 
localización a nivel de LDs y para ello, una vez obtenida la proyección máxima bien del 
conjunto de planos, o de los planos medios de la célula, se seleccionaron las LDs, 
analizando al menos 150 LDs por condición en el caso de población total y 30 LDs en 
las Rab18-LDs de al menos 10 células. En los ensayos llevados a cabo con el fin de 
estudiar la presencia de Rab18 en LDs, se utilizó como referencia el marcador de LDs, 
PLIN, mientras que en el caso de estudios de asociación con otros orgánulos de las 
Rab18-LDs se trabajó sobre la población de LDs que presentaban Rab18 claramente 
asociado a su superficie. Todas las gotas se analizaron con Imaris 7.0.0 para obtener los 
coeficientes de colocalización Mander. Este parámetro mide el grado de solapamiento 
entre dos señales y asigna un valor numérico entre 0 y 1, donde 0 indica la falta de 




solapamiento de señales y 1 implica coincidencia total de las dos señales. Se consideró 
colocalización entre dos señales cuando el índice de colocalización de Mander superó 
un valor de 0,1 u.a.; por debajo de este valor se consideró que las señales 
fluorescentes no coincidían. Para la medida de la superficie de las LDs, se utilizó el 
programa ImageJ 1.40g tomando como referencia para la medida el diámetro del 
núcleo de los adipocitos, que se estimó en 10 µm. 
 
3.6. Estudios de movimiento intracelular mediante 
videomicroscopía en tiempo real 
Para analizar en tiempo real el efecto de la insulina y del isoproterenol en la 
relación espacial de peroxisomas, mitocondrias o RE con respecto a Rab18 asociado a 
LDs se utilizó videomicroscopía sobre células vivas 3T3-L1 co-electroporadas con los 
vectores de expresión de DsRed-Rab18 y GFP-SKL (para estudios de Rab18-LDs y 
peroxisomas), células electroporadas con GFP-Rab18 e incubadas con Mitotracker 250 
nM (para estudios de Rab18-LDs y mitocondrias), o células electroporadas con GFP-
Rab18 e incubadas con ER-TRACKER 1 mM (para estudios de Rab18-LDs y cisternas de 
RE) durante 30 min a 37 0C. Se analizó el patrón de colocalización de Rab18 con el 
marcador correspondiente a lo largo del tiempo, incluyendo antes (condiciones 
basales) y después de la adición de insulina (100 nM) o isoproterenol (10 µM) al medio 
de cultivo. Las células se visualizaron en un microscopio invertido Nikon Eclipse TE 
2000 E (Nikon, Tokio, Japón), acoplado a una cámara Hamamatsu ORCA II BT 
(Hamamatsu City, Japón), controlada con el programa MetaMorph (Universal Imaging 
Corp., West Chester, PA, EE.UU.). Se tomaron imágenes de cada canal cada 10 s, de 
manera que se adquirieron 16 imágenes durante 160 s antes de hacer el tratamiento y 
32 imágenes tras el tratamiento durante los 320 s siguientes al tratamiento (16 
imágenes en el caso de retículo). Las series de imágenes de cada experimento se 
procesaron con los programas Huygens Professional 4.3.1., ImageJ 1.40g e Imaris 7.0.0.  
 
3.7. Estudios funcionales  
3.7.1. Determinación de la actividad lipolítica celular en células 3T3-L1 
Las células electroporadas se lavaron una vez con medio DMEM sin rojo fenol 
(Sigma-Aldrich) complementado con NaHCO3 20 mM, HEPES 1mM, L-glutamina 4 mM 
y antibiótico-antimicótico al 1% (v/v), pH 7,4, para eliminar restos celulares y 




posteriormente se incubaron durante 2 h en dicho medio (pretratamiento). A 
continuación, se refrescó el medio a las células y se incubaron durante 4 h. Tras este 
tiempo, se recogió el medio para la cuantificación de glicerol libre utilizando el método 
colorimétrico del kit comercial Free Glycerol Determination Kit (FG0100; Sigma). Este 
kit contiene las enzimas y sustratos necesarios para llevar a cabo las reacciones que se 
indican en la Fig. 12. 
 
Figura 12. Reacciones que se llevan a cabo durante la cuantificación de glicerol libre en el 
medio. 
 
Tras recoger el medio de tratamiento, éste se centrifugó a 6.000 x g durante 5 
min para eliminar los restos celulares. Para la cuantificación del glicerol se utilizaron 50 
μl de este medio (ó 10 μl de Glicerol Standard [en dilución 1/10 y puro]), a los que se 
añadieron 200 μl de Free Glicerol Reagent. Se mezcló todo y la mezcla se incubó 
durante 15 min a temperatura ambiente para posteriormente medir la DO a 540 nm. 
Por otra parte, también se recogieron las células de cada pocillo en tampón RIPA para 
la cuantificación de proteína mediante el método de Bradford. 
 
3.7.2. Determinación de la actividad lipogénica de células 3T3-L1 
Las células electroporadas se lavaron una vez con medio DMEM sin rojo fenol 
complementado con NaHCO3 20 mM, HEPES 1 mM, L-glutamina 4 mM y antibiótico-
antimicótico al 1% (v/v), pH 7,4, para eliminar restos celulares y posteriormente se 
incubaron durante 2 h en medio de pretratamiento. A continuación, se refrescó el 
medio a las células y se incubaron durante 4 h. Tras este tiempo, se recogieron las 
células en tampón RIPA para así determinar los triglicéridos intracelulares, tomándose 
además una pequeña alícuota de extracto celular para la determinación de proteína en 
cada extracto mediante el método de Bradford. Para valorar la lipogénesis, se midió la 
cantidad de triglicéridos intracelulares acumulados utilizando el método colorimétrico 
del kit comercial Serum Triglyceride Determination kit (TR0100; Sigma). Este kit 




contiene las enzimas y sustratos necesarios para el desarrollo de las reacciones 
indicadas en la Fig. 13. 
 
Figura 13. Reacciones que se llevan a cabo para la cuantificación de TAGs en las muestras. 
En este caso, en la cubeta se cargaron 50 μl de extracto proteico de las células 
(ó 10 μl de Glycerol Standard [en dilución 1/10 y puro]) y 200 μl de Free Glicerol 
Reagent. Se mezcló todo y la mezcla se incubó durante 15 min a temperatura 
ambiente para posteriormente medir la absorbancia a 540 nm. A continuación, se 
añadieron 50 μl de Triglyceride Reagent, se mezcló de nuevo por inversión y se incubó 
la mezcla durante 15 min a temperatura ambiente. Transcurrido este tiempo, se midió 
de nuevo la DO a 540 nm.  
 
3.7.3. Análisis del papel de Rab18 sobre la señalización mediada por 
insulina en adipocitos 
Para analizar la respuesta intracelular activada por insulina en adipocitos 3T3-
L1, se evaluaron los niveles de fosforilación de enzimas de la ruta de señalización 
asociada a insulina. Concretamente, en el presente estudio se analizaron los niveles de 
fosforilación de Akt y PTEN en células en las que la expresión de Rab18 había sido 
modificada por sobreexpresión. Para ello, se utilizó el vector pCMV-cMyc-Rab18 o su 
control, el vector vacío (mock). Las células electroporadas se distinguieron de otras 
células en el mismo cultivo por medio del uso del epítopo cMyc como reportero de la 
electroporación. Así, los adipocitos 3T3-L1 fueron electroporados y sembrados en 
placas de 35 mm de diámetro. Los cultivos fueron sometidos a 2 h de pretratamiento 
con medio sin suero. Posteriormente, se añadió insulina 100 nM durante periodos 
cortos de tiempo (0, 5, 15, 30, 60 y 120 min) y se recogieron los extractos proteicos en 
tampón SDS-DTT a 65 0C como se ha descrito previamente (apartado 3.3.1.).  Como 
indicador de la respuesta celular activada por insulina, se analizaron los niveles de 




fosforilación de la proteína Akt durante los tiempos de estimulación indicados. Para 
ello se llevó a cabo un Western Blotting utilizando los anticuerpos anti-fosfo-Akt 
(Ser473) y anti-fosfo-PTEN (Ser380/Thr382/383). Del mismo modo, a partir de los 
mismos extractos, se analizó la cantidad total de PTEN y Akt, respectivamente, 
utilizando anticuerpos anti-PTEN y anti-Akt, normalizando así la carga de proteína en 
las diferentes calles. Finalmente, para obtener una cinética normalizada en la 
respuesta de Akt, los valores de DO obtenidos se refirieron al valor de 5 min de 
estimulación con insulina de las células control (ya que no se observa fosforilación de 
Akt en ausencia del tratamiento).  
 
3.7.4. Determinación de especies reactivas de oxígeno (ROS) 
Para el ensayo de ROS, los adipocitos se electroporaron con el vector pCMV-
Myc-Rab18 o el vector vacío (pCMV-cMyc). Transcurridas 48 h de la electroporación las 
células se lavaron 2 veces con PBS y se incubaron durante 30 min a 37 0C con 
diclorofluoresceína diacetato (H2DCFDA) 10 µM. Posteriormente, se lavaron de nuevo 
con PBS y se analizó su fluorescencia con una longitud de onda de excitación/emisión 
de 488/525 nm usando un fluorímetro (FlexStation3, Molecular Devices, Sunnyvale, 
CA, EE.UU.). Los resultados obtenidos se representaron como ratio de la intensidad de 
fluorescencia de las células que sobreexpresaban Rab18 con respecto al control. 
 
3.7.5. Determinación de la actividad catalasa 
Para la determinación de la actividad catalasa en adipocitos 3T3-L1 se utilizaron 
los vectores pCMV-Myc-Rab18 y el vector vacío (pCMV-cMyc) para la electroporación 
de las células. Transcurridas 48 h, se recogieron las células en tampón KH2PO4 50 mM, 
pH 7,0 con inhibidores de proteasas (PMSF 0,1 mM, quimostatina 5 µg/ml, leupeptina 
5 µg/ml, antipaina 5 µg/ml, pepstatina A 5 µg/ml) y se incubaron 130 µg de los 
extractos celulares con H2O2 10 mM monitorizando la disminución de la absorbancia 
del H2O2 a 240 nm. Finalmente, la actividad catalasa se representó como ratio de 








3.8. Ensayos de interacción proteína-proteína para la 
determinación de proteínas efectoras de Rab18 
Las interacciones proteína-proteína son esenciales para una gran variedad de 
procesos biológicos como la replicación, la transcripción, la secreción, la transducción 
de señales y el metabolismo (revisado en Andreani y Guerois, 2014). En este contexto, 
se ha desarrollado una amplia variedad de aproximaciones metodológicas dirigidas a la 
determinación de interacciones entre dos o más proteínas, tanto in vivo como in vitro. 
En este trabajo se han utilizado 2 ensayos diferentes para la identificación de posibles 
proteínas, reguladoras o efectoras, que interaccionan con Rab18: inmunoprecipitación 
y ensayo de doble híbrido de levadura (Yeast Two-Hybrid; Y2H). 
 
3.8.1. Ensayos de inmunoprecipitación 
La técnica de inmunoprecipitación, se basa en la capacidad de los anticuerpos 
para formar complejos antígeno-anticuerpo cuando son añadidos a lisados celulares. 
Para llevar a cabo estos experimentos, se electroporaron 3 placas de 15 cm de 
diámetro de células 3T3-L1 con el plásmido de expresión pCMV-cMyc-Rab18. Se utilizó 
además una placa control de células 3T3-L1 electroporadas con el vector vacío (mock) 
bajo las mismas condiciones que el vector de expresión de Rab18. Transcurridas 48 h 
tras la electroporación, las placas se lavaron 3 veces con PBS 1X y la pella resultante se 
resuspendió en 500 μl de tampón IP (Tris-HCl 50 mM, NaCl 150 mM, EDTA 5 mM y 
Triton X-100 al 1%) conteniendo PMSF e inhibidores de proteasas. Las células se lisaron 
pasando la muestra 20 veces a través de una aguja 25 G en hielo y la mezcla se 
centrifugó a 9.300 x g durante 10 min, recogiéndose el sobrenadante. Se obtuvieron 
entre 0,75 y 1 mg de proteína, que se resuspendieron en un volumen final de 1 ml con 
tampón IP conteniendo PMSF e inhibidores de proteasas. La muestra se trató con 
ADNasa durante 30 min a 4 0C para eliminar las posibles contaminaciones de ADN. 
Transcurrido este tiempo, el sobrenadante se incubó durante 1 h a 4 0C con bolas 
(beads) de proteína A acoplada a sefarosa (Invitrogen), que fueron lavadas 
previamente 3 veces con el tampón IP sin PMSF y sin inhibidores de proteasas y 
centrifugadas a 100 x g durante 1 min. Tras la incubación del extracto proteico con la 
proteína A acoplada a sefarosa, la muestra se centrifugó durante 1 min a 4 0C para 
eliminar las beads y se guardó una alícuota de 75 μl de muestra  (INPUT).  Esta etapa 
de la inmunoprecipitación o preaclarado permitió descartar todas las proteínas que 
pudieran establecer uniones inespecíficas con la proteína A o con la sefarosa.  




La muestra se incubó con 2 μg del anticuerpo anti-cMyc (AbD Serotec) durante 
toda la noche a 4 0C en agitación orbital para permitir la unión del anticuerpo a la 
proteína cMyc-Rab18. Al día siguiente, el extracto proteico se incubó con 50 μl de 
beads de proteína A acoplada a sefarosa previamente lavadas, y la mezcla se dejó en 
agitación durante 2 h a 4 0C para permitir la adsorción de la proteína A al anticuerpo 
debido a la gran afinidad de esta proteína por el fragmento Fc de la inmunoglobulina. 
Ésto provoca la sedimentación de los complejos que contienen beads de sefarosa-
proteína A/anticuerpo anti-cMyc-cMyc-Rab18 y las posibles proteínas efectoras que 
interaccionan con Rab18 y que estarán unidas al complejo a través de su unión a esta 
GTPasa. Transcurrido el tiempo de incubación, la muestra se centrifugó a 100 x g 
durante 1 min, se guardó el sobrenadante (SN) y las beads 4 se lavaron veces en 
tampón de IP con inhibidores de proteasas conservando el último lavado (WASH). 
Finalmente, la pella se resuspendió en 100 μl de tampón de carga Laemmli a una 
concentración 2X. La mezcla se calentó durante 10 min a 95 0C y se centrifugó a 100 x g 
durante 1 min para disociar las beads de sefarosa del complejo formado y para su 
posterior análisis por Western Blotting. Las proteínas resultado de la 
inmunoprecipitación fueron separadas por electroforesis y fijadas con una solución de 
metanol al 10% y acético al 7% (v/v) durante 30 min para ser posteriormente 
identificadas mediante tinción con Sypro Ruby Protein Stains (Bio-Rad). Los geles se 
mantuvieron toda la noche en oscuridad y en agitación, tras lo cual se fijaron con la 
solución metanol/acético durante 30 min y finalmente se lavaron 3 veces (5 min) con 
agua destilada. Se recogieron imágenes de los geles con un escáner (Molecular 
ImagerTM Fx, Bio-Rad) y las proteínas presentes en la muestra IP y no en la  muestra 
control se cortaron y se enviaron al Servicio Central de Apoyo a la Investigación de la 
Universidad de Córdoba (SCAI) para su fragmentación y análisis mediante MALDI-
TOF/TOF (4700 Proteomics Analyzer, Applied Biosystems, Madrid). Las huellas 
peptídicas obtenidas se analizaron utilizando la base de datos MASCOT (Mascot 
software v2.2; Matrix Science, London, Reino Unido). 
 
3.8.2. Ensayo de doble híbrido en levaduras 
El ensayo de doble híbrido en levadura permite la identificación de proteínas 
que interaccionan con una proteína determinada en un sistema in vivo. En este 
trabajo, empleamos el sistema de doble híbrido optimizado con el  kit Matchmaker™ 
Gold Yeast Two-Hybrid System (Clontech).  Este procedimiento se basa en la capacidad 
de separar un activador transcripcional en dos dominios independientes, el dominio de 
unión al ADN (BD) y el dominio de activación transcripcional (AD). De esta forma, se 




generan, por un  lado, híbridos del BD de la proteína GAL4 de levadura con la proteína 
problema o bait y por otro lado también se construyen híbridos del AD de GAL4 con las 
proteínas de una librería. Ninguno de estos híbridos por sí solo es capaz de iniciar la 
transcripción de los genes reporteros en levadura en ausencia de interacción con otra 
proteína híbrida. Cuando la proteína bait se expresa en levadura, el BD de GAL4 se une 
a la región reguladora del gen reportero pero esta unión no es suficiente para activar la 
transcripción. Cuando es una proteína de la librería la que se expresa en levadura, el 
AD de Gal4 puede unirse a otros componentes de la maquinaria de transcripción, pero 
como no se localiza en la región reguladora tampoco es capaz de activar la 
transcripción del gen reportero. Sin embargo, cuando se da una interacción específica 
entre la proteína bait y una proteína de la librería, tanto el BD como el AD de GAL4 se 
localizan en la región reguladora permitiendo de esta forma la transcripción de los 
genes reporteros. En este sistema concreto los genes reporteros son AUR1-C, ADE2, 
HIS3 y MEL1 (Fig. 14). El bait utilizado fue la secuencia de Rab18 de rata que se utilizó 
sobre una librería de tejido adiposo subcutáneo de rata. 
 
Figura 14. Sistema de doble hibrido en levaduras. 
Se expresan dos proteínas por separado: la 
proteína cebo (bait) fusionada al dominio de unión 
a ADN de GAL4 (BD) y la proteína presa (prey) 
fusionada al dominio de activación transcripcional 
de GAL4 (AD). En la cepa de levadura Y2H-Gold, la 
activación de los reporteros (AUR1-C, ADE2, HIS3 y 
MEL1) sólo se produce en las células que 
contengan proteínas que interactúan y se unen al 
promotor GAL4 (Matchmaker™ Gold Yeast Two-Hybrid System User Manual, Clontech). 
 
3.8.2.1. Clonación de la secuencia codificante del gen Rab18 de rata en el vector de  
expresión de levaduras 
La clonación de la secuencia codificante de Rab18 de rata se hizo a partir del 
vector GFP-Rab18 que fue digerido con las enzimas EcoRI y BamHI para extraer la 
secuencia codificante de Rab18. De esta forma, el dominio de activación GAL4 DNA-BD 
quedó fusionado al extremo N-terminal de Rab18. 
 
3.8.2.2. Generación de la librería de tejido adiposo de rata 
Debido a que no hay librerías de tejido adiposo disponibles a nivel comercial, se 
generó una utilizando el kit comercial Make Your Own “Mate & Plate™” Library System 
(Clontech). La generación de esta librería se llevó a cabo directamente en la cepa Y187 




haciendo uso de la tecnología SMART cDNA y la potente maquinaria de recombinación 
homóloga de Saccharomyces cerevisiae.  
Figura 15. Procedimiento de obtención de la librería en 
levaduras. Las librerías Mate & Plate se generan 
directamente en levaduras, vía recombinación in vivo entre 
el ADNc extraido del tejido de interés y el vector pGADT7-
Rec. Primero, se utiliza la tecnología SMART de síntesis de 
ADNc para generar un pool de ADNc que presenta 
secuencias en sus extremos homólogas al vector pGADT7-
Rec. A continuación, se transforma la cepa de levaduras 
Y187 en la que se producirá una recombinación entre los 
fragmentos de ADNc y el vector. Estas colonias se mezclan 
y se recogen en alícuotas de 1 ml para ser utilizadas en el 
ensayo de doble híbrido. 
 
 
Este protocolo incluye cuatro pasos (Fig. 16): 
-Extracción de ARN del tejido de interés 
-Síntesis de la primera cadena de ADNc 
-Amplificación del ADNc por PCR de larga distancia (LD-PCR) 
-Purificación en columna del ADNc de doble cadena con columnas CHROMA SPIN TE-
400 
 
Figura 16. Construcción de la librería. La síntesis de ADNc SMART genera extremos en el ADNc 
con homología al vector pGADT7-Rec. 
 




3.8.2.2.1. Extracción de ARN de tejido adiposo de rata 
El aislamiento de ARNm total de las muestras de tejido adiposo subcutáneo de 
rata se llevó a cabo utilizando el reactivo TRIzol (Invitrogen) siguiendo las 
recomendaciones del fabricante. La concentración de ARN total obtenido se determinó 
por espectrofotometría y su calidad se comprobó mediante la relación entre la 
absorbancia a 260 y 280 nm. Una vez obtenido un ARN de buena calidad se comenzó 
con el protocolo específico para la construcción de la librería. 
 
3.8.2.2.2. Síntesis de la primera cadena de ADNc 
La construcción de la librería de tejido adiposo de rata se llevó a cabo con 
cebadores oligodT. De esta forma, se mezclaron 2 μg de ARN con 1 μl de cebadores 
CDSIII (oligodT) y agua destilada hasta completar un volumen de 4 μl. De forma 
paralela se llevó un control de ARN de hígado de ratón proporcionado por el kit que 
siguió el mismo proceso que la muestra de ARN de tejido adiposo. Esta mezcla se 
incubó a 72 0C durante 2 min y posteriormente se enfrió en hielo durante dos minutos. 
A continuación se centrifugó a 14.000 x g durante 10 s y se añadieron 2 μl de 5X First-
Strand Buffer, 1 μl de DTT 100 mM, 1 μl de dNTPs 10 mM y 1 μl de transcriptasa 
reversa SMART MMLV para después incubar a 42 0C durante 10 min. Transcurrido el 
tiempo de incubación se añadió 1 μl de oligo SMART III, se mezcló bien y se incubó de 
nuevo a 42 0C durante 1 h y, finalmente, a 75 0C durante 10 min. Una vez enfriada la 
mezcla a temperatura ambiente, se añadieron 2 U de RNAsa H y la mezcla se incubó a 
37 0C durante 20 min. 
 
3.8.2.2.3. Amplificación del DNAc por PCR de larga distancia (LD-PCR)  
Este paso se basa en una reacción de PCR utilizando como molde el producto 
del paso anterior. De esta forma, se llevaron a cabo dos reacciones de PCR por cada 
muestra experimental (incluyendo el control previo de ARN de hígado de ratón 
proporcionado por el kit). La mezcla de PCR contiene: 
2 μl de ADNc  
70 μl de agua desionizada 
10 μl de Advantage 2 PCR Buffer 
2 μl de mezcla de dNTPs 50X  
2 μl de cebador 5´ PCR 




2 μl de cebador 3´ PCR 
10 μl de Melting Solution 10X 
2 μl de Advantage 2 Polimerase Mix 50X 
 
Se utilizó el programa de PCR indicado en las instrucciones de la casa comercial. 
Una vez finalizada la PCR se analizó una alícuota de 7 μl en un gel de agarosa al 1,2%. 
El patrón de bandas obtenido a partir del tejido adiposo fue mucho más débil 
que el del control, de forma que se amplificó de nuevo utilizando como molde el 
producto de esta PCR. Se analizaron 7 μl del producto de esta segunda PCR en un gel 
de agarosa al 1,2%. Esta reamplificación generó mejores resultados, por lo que, a partir 
de esta muestra se llevó a cabo una nueva reamplificación cuyos productos fueron 
purificados con las columnas CHROMA SPIN TE-400. 
 
3.8.2.2.4. Purificación en columna del ADNc 
Este paso consistió en la eliminación de aquellas moléculas de ADN que tienen 
un tamaño menor a 200 pb. Para ello, las muestras de ADNc obtenidas en el paso 
anterior se pasaron por  columnas CHROMA SPIN TE-400. Se utilizó una columna por 
cada 93 μl de muestra de ADNc, siendo por tanto necesarias dos columnas para la 
librería. Para la preparación de las columnas fue necesario eliminar el tampón de 
equilibrado por centrifugación. Posteriormente, se añadieron los 93 μl de muestra en 
el centro de la matriz de gel de las columnas. Se centrifugó a 700 x g durante 5 min de 
manera que la muestra purificada pasó al tubo colector. En este momento se 
mezclaron las dos muestras purificadas para proceder a la precipitación del ADNc. Para 
ello, se añadieron 0,1 volúmenes de acetato de sodio 3 M, y 2,5 volúmenes de etanol 
100% frío y la mezcla se guardó a -20 0C durante una noche para favorecer la 
precipitación. Al día siguiente, las muestras se centrifugaron a 16.000 x g durante 20 
min a temperatura ambiente y se eliminó el sobrenadante. Una vez que se secó la pella 
de ADNc, ésta se resuspendió en 20 μl de agua desionizada.  Este procedimiento 
permitió la obtención de 9 μg de ADNc. 
 
3.8.2.3. Transformación de levaduras con el ADNc de tejido adiposo  
El último paso en la construcción de la librería conlleva la introducción del 
ADNc purificado en la cepa de levadura Y187, en la que se llevará a cabo la 
recombinación homóloga con el vector pGADT7-Rec in vivo.  





Figura 17. Mecanismo de recombinación in vivo por el que se generan los vectores de la 
librería. 
 
Para transformar las levaduras, se siguió el protocolo recomendado por 
Clontech, con algunas modificaciones, como se describe a continuación: las colonias de 
la cepa de levadura  Y2HGold y la cepa Y187, sembradas previamente en placas de 
YPDA, se inocularon con 50 ml de medio completo YPDA en matraces de 250 ml de 
capacidad y se dejaron crecer a 30 0C en agitación (250 rpm) durante 16-18 h. De este 
cultivo se recogieron 8 ml, que se centrifugaron durante 2 min a 2.300 x g. La pella 
resultante se lavó con 1,1 x TE/LiAc recién preparado para finalmente resuspenderse 
en 600 μl de 1,1 x TE/LiAc. Para la transformación a gran escala, en un tubo de 15 ml se 
mezclaron 600 µl de la suspensión de levaduras, 15 µg de ADNc obtenido de la librería 
de tejido adiposo, 3 µg de vector pGADT7-Rec, 20 µl de YeastMaker carrier DNA 
previamente desnaturalizado y 2,5 ml de solución PEG/LiAc, con la precaución de 
preparar las mezclas de transformación en el orden descrito y la solución de PEG/LiAc 
recién preparada. La mezcla de transformación se agitó por inversión y se incubó a 30 
0C durante 45 min agitando la mezcla cada 15 min. A continuación, se añadieron 160 µl 
de DMSO y la mezcla se sometió a un choque térmico a 42 0C en baño maría durante 
20 min con agitación cada 10 min. La muestra se centrifugó durante 5 min a 700 x g 
descartando el sobrenadante y las levaduras se resuspendieron en 3 ml de YPD Plus 
Liquid Medium para, a continuación, incubarlas a 30 0C durante 90 min en agitación. 
Transcurrida esta incubación, la muestra se centrifugó, se eliminó el sobrenadante y se 
resuspendió  en 15 ml de NaCl al 0.9% (m/v). La mezcla de transformación se repartió 
en placas SD/-Leu de 15 cm de diámetro, cada una con 150 µl, que se incubaron a 28-
30 0C durante 3–5 días. Tras el crecimiento de las colonias, las placas se enfriaron a 4 
0C durante 3-4 h para después recoger los clones positivos en 5 ml medio de 
congelación (YPDA con glicerol al 25%), de forma que la librería presentó un volumen 
final de 0,5 l. Con un hemocitómetro se procedió al recuento de la densidad celular, 
siendo éste de aproximadamente 2x107 células/ml. La solución celular se almacenó en 
alícuotas de 1 ml a -80 0C. 
 
 




3.8.2.4. Transformación de levaduras 
Para la transformación de levaduras, se siguió el protocolo recomendado por 
Clontech, con algunas modificaciones, como se describe a continuación: colonias de las 
cepas de levadura  Y2HGold o Y187 se inocularon sobre 50 ml de medio completo 
YPDA en matraces de 250 ml de capacidad. Se dejaron crecer toda la noche a 30 0C en 
agitación (250 rpm) durante 16-18 h. Posteriormente se recogieron 2 ml de la 
suspensión y se centrifugaron durante 2 min a 2.300 x g. La pella resultante se 
resuspendió en 50 μl de 1.1 x TE/LiAc fresco. Para cada transformación, se utilizaron 
los 50 µl de la suspensión de levaduras en tubos de 1.5 ml y 500 µg del plásmido 
correspondiente. En la Tabla 4 se muestran las diferentes mezclas empleadas para 
obtener los controles apropiados. Concretamente, como controles del 
emparejamiento se utilizaron los vectores pGADT7-T, pGBKT7-53 y  pGBKT7-Lam para 
transformar las cepas de levaduras. También se utilizó un control de transformación 
consistente en la transformación de la cepa Y2HGold con el vector pGBKT7 vacío.  
 
Tabla 4. Mezclas de transformación de levaduras con el vector Rab18 y todos los vectores 
control del ensayo. 









pGBKT7 5 µl - 50 µl 500 µl 
pGBKT7-Rab18 5 µl - 50 µl 500 µl 
pGADT7-T 
(control #1) 
5 µl 50 µl - 500 µl 
pGBKT7-53 
(control #2) 
5 µl - 50 µl 500 µl 
pGBKT7-Lam 
(control #3) 
5 µl - 50 µl 500 µl 
   * Previamente calentado  dos veces a 100 
0
C durante 5 min antes de añadir a la mezcla de transformación. 
 
Las mezclas de transformación se agitaron suavemente y se incubaron a 30 0C 
durante 30 min agitando la mezcla mediante vórtex cada 10 min. Transcurrido este 
tiempo, a cada mezcla de transformación se le añadieron a cada mezcla de 
transformación 20 µl de DMSO y se incubaron a 42 0C durante 15 min agitándose 
mediante vórtex cada 5 min. Posteriormente, la mezcla se centrifugó a 16.000 x g 
durante 15 s para obtener la pella de levaduras, que se resuspendió en 1 ml de YPD 
Plus Liquid Medium, para a continuación incubarlas a 30 0C durante 90 min en 
agitación. Finalmente, se centrifugó de nuevo y se resuspendió la pella de levaduras en 




1 ml de NaCl al 0.9% (m/v). La mezcla de transformación se sembró en placas de 10 cm 
de diámetro (100 µl/placa), que se incubaron a 28-30 0C durante 3-5 días. Las 
levaduras Y2HGold transformada con los vectores pGBKT7, pGBKT7-Rab18, pGBKT7-53 
y pGBKT/-Lam  se sembraron en placas con medio completo sin triptófano con y sin X-
α-Gal (SD/-Trp/x-α-Gal; SD/-Trp), mientras que las levaduras Y187 que llevan el vector 
control pGADT7 T se sembraron en placas con medio completo sin leucina (SD/-Leu). 
 
3.8.2.5. Control de toxicidad de Rab18. 
Antes de comenzar con el ensayo de hibridación es necesario hacer controles 
de toxicidad de la proteína de expresión. Así, se considera que la proteína cebo no es 
tóxica para la cepa Y2HGold si ésta crece en las placas SD/-Trp/X-α-Gal formando 
colonias azules de  2-3 mm de diámetro, y con una tasa de crecimiento igual o superior 
a las levaduras transformadas con el vector mock (pGBKT7). Otra forma de comprobar 
la posible toxicidad de una proteína es mediante crecimiento en medio líquido 
comparando la DO de cultivos de levaduras transformadas con el vector mock con 
aquéllas que presentan la proteína en cuestión. En el caso de Rab18 no se encontró 
una disminución en la tasa de crecimiento de las levaduras comparando con el vector 
mock en ninguno de los dos métodos analizados, indicando que su expresión no 
resultó tóxica para la cepa de levadura testada. 
 
3.8.2.6. Control de autoactivación de Rab18 
El siguiente paso antes de comenzar el emparejamiento de ambas cepas de 
levaduras es confirmar que la proteína cebo no es capaz de activar de forma autónoma 
los genes reporteros de la cepa Y2HGold. Para confirmar este punto, se transformó la 
cepa Y2HGold con pGBKT7-Rab18 y el resultado de la transformación se sembró en 
placas SD/-Trp/X α-Gal con y sin Aureobasidina A (AbA). Tras 3-5 días en cultivo, se 
encontró que las levaduras transformadas con Rab18 eran de color blanco en las 
placas SD/-Trp/X α-Gal mientras que no crecieron en las placas SD/-Trp/X α-Gal/AbA, 
lo que demuestra que Rab18 no es capaz de activar por sí sola los genes reporteros de 
Y2HGold. 
  
3.8.2.7. Análisis de la expresión de Rab18 
Se comprobó la expresión de Rab18 en las levaduras Y2HGold mediante el 
análisis por Western Blotting del extracto proteico total de la cepa Y2HGold 
transformada, usando un anticuerpo anti-cMyc para detectarla. Para el análisis, se 




picaron colonias azules de 2-3 mm de diámetro de las placas SD/-Trp/X-α-Gal, y se 
sembraron en 5 ml de medio completo sin Trp, con kanamicina 50 µg/ml, y se dejaron 
en agitación a 220-250 rpm durante 14-16 h a 28-30 0C. También se sembraron 
levaduras transformadas con el vector mock como control de nuestro análisis. Las 
levaduras se centrifugaron a 16.000 x g durante 15 s en tubos de 1,5 ml y se 
resuspendieron en 1 ml de solución precalentada a 60 0C de Urea/SDS (Urea 8 M, SDS 
5% m/v, Tris-HCl pH 6,8 40 mM, EDTA 0,1 mM, azul bromofenol 0,4 mg/ml y β-
mercaptoetanol 1%), suplementada con inhibidores de proteasas (PMSF 0,1 mM, 
quimostatina 5 µg/ml, leupeptina 5 µg/ml, antipaina 5 µg/ml, pepstatina A 5 µg/ml). A 
la solución de levaduras se le añadió el equivalente en volumen de granos finos de 
arena de mar (Panreac, Barcelona) y la mezcla se calentó durante 10 min a 70 0C, 
agitándola vigorosamente durante 1 min. El extracto de proteínas se recogió por 
centrifugación a 16.000 x g durante 5 min. Se utilizaron 20 µl de cada muestra para su 
análisis mediante Western Blotting (ver apartado 3.3.7). 
 
3.8.2.8. Emparejamiento de la cepa Y2HGold [pGBKT7-Rab18] con la librería de ADNc 
de tejido adiposo 
El primer paso consiste en preparar un cultivo de la cepa cebo (Y2HGold 
[pGBKT7Rab18]) en medio líquido SD/-Trp. Para ello, se inoculó una colonia de 
levaduras Y2HGold [pGBKT7Rab18] de unos 2-3 mm de diámetro en 50 ml de medio 
líquido SD/-Trp y se dejó crecer a 30 0C durante 16-20 h hasta que la DO a 600 nm 
alcanzase un valor de 0,8. En este momento, se centrifugaron las levaduras a 1000 x g 
durante 5 min y se resuspendió la pella hasta una densidad superior a 1x108 células en 
SD/-Trp (4-5 ml). A continuación, se combinó la cepa bait con 1 ml de la librería de 
tejido adiposo previamente generada en un matraz estéril de 2 l y se añadieron 45 ml 
de 2X YPDA (con 50 μg/ml de kanamicina). Esta mezcla se incubó a 30 0C durante 20-24 
h en agitación muy suave (30-50 rpm). Transcurridas  20 h, se chequeó al microscopio 
(40x) la presencia de zigotos, que pueden observarse como estructuras trilobuladas. En 
caso de que no apareciesen se continuó con el emparejamiento durante 4 h más. Una 
vez que se observaron estas estructuras, la mezcla de emparejamiento se centrifugó a 
100 x g durante 10 min. La pella resultante se resuspendió en 10 ml de medio líquido 
0,5X YPDA/Kan y se sembró sobre placas SD/-Leu/-Trp/X-α-Gal/AbA (DDO/X/A) (200 
μl/placa), además de SD/-Trp, SD/-Leu y SD/-Leu/-Trp (DDO). 
Las placas se dejaron crecer al menos durante 5 días, ya que el crecimiento en 
este punto es más lento. Las colonias positivas azules resultantes en las placas 




DDO/X/A se inocularon en nuevas placas con medio SD/-Ade/-His/-Leu/-Trp/ X-α-
Gal/AbA (QDO/X/A), más restrictivas,  en las que se llevó a cabo la selección final. Los 
controles del emparejamiento (control #1, control #2 y control #3), se combinaron en 
500 μl de 2X YPDA durante 20-24 h a 30 0C en agitación a 200 rpm. De esta forma, el 
control positivo contenía una colonia de control #1 (procedente de una placa SD/-Leu) 
y otra de control #2 (procedente de una placa SD/-Trp) y el control negativo contenía 
una colonia de control #1 (procedente de una placa SD/-Leu) y otra de control #3 
(procedente de una placa SD/-Trp). Las colonias se sembraron en las placas 
correspondientes (Tabla 5), manteniéndose 4-5 días de incubación a 30 0C. 
Tabla 5. Emparejamiento de los controles #1, #2 y #3. 
Control Cruzamiento Placas de siembra Fenotipo 
Positivo 























3.8.2.9. Screening de las colonias positivas por PCR 
El screening de la colonias positivas, es decir, aquéllas colonias azules que 
crecieron en el medio QDO/X/A,  se hizo mediante PCR utilizando el kit comercial 
Matchmaker™ Insert Check PCR Mix 2 (Clontech), que incluye los cebadores específicos 
que permiten la amplificación de los genes de la librería clonada en el vector pGADT7-
Rec. Para el chequeo, se cogió una pequeña fracción de cada colonia, que se diluyó en 
25 µl de agua estéril y se mezcló con 25 µl del kit de PCR; también se puso un control 
negativo de PCR consistente en agua estéril sin levaduras. Para la amplificación se 
utilizó un ciclo de 1 min a 94 0C,  30 ciclos de 10 s a 98 0C y un ciclo de 3 min a 68 0C. 
Terminada la PCR, se analizaron los fragmentos de ADN amplificados por electroforesis 
en gel de agarosa al 1,2% con bromuro de etidio y las bandas obtenidas se purificaron 








3.10. Análisis estadístico 
 Los valores que se muestran en las figuras representan la media ± SEM (error 
estándar de la media) de los resultados obtenidos a partir de al menos tres 
experimentos independientes realizados sobre cultivos celulares separados.  
En los estudios en los que se compararon únicamente dos grupos 
experimentales, se utilizó una prueba t-Student para datos paramétricos o la prueba 
de Mann-Whitney para datos no praramétricos. En estudios con más de dos grupos 
experimentales, el análisis estadístico se realizó empleando un análisis de varianza de 
una vía (one way ANOVA) seguido de la prueba de comparación de rangos múltiples de 
Newman-Keuls. Los análisis se realizaron con el programa GraphPad Prism 4.0 
(GraphPad Software, La Jolla, CA, EE.UU.). Las diferencias entre los grupos 
experimentales se consideraron estadísticamente significativas a partir de un nivel de 






















































4.1 Rab18 se asocia preferentemente a las LDs de menor 
tamaño en condiciones de ayuno 
En estudios previos se ha demostrado que Rab18 se asocia a la superficie de las 
LDs en diversos tipos celulares, incluyendo células 3T3-L1 diferenciadas (Brasaemle et 
al., 2004; Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005) y esta asociación aumenta en 
condiciones de sobreexpresión de la GTPasa (Ozeki et al. 2005), así como en respuesta 
a estímulos lipolíticos (Martin et al., 2005; Pulido et al., 2011) y lipogénicos (Pulido et 
al., 2011). En el presente estudio hemos confirmado la relación de Rab18 con las LDs 
en adipocitos y hemos profundizado en los mecanismos moleculares que subyacen en 
el reclutamiento de la GTPasa hacia las LDs. Específicamente, nuestros estudios de 
doble inmunocitoquímica y microscopía confocal han mostrado que, ya en condiciones 
basales, existe cierta asociación de Rab18 endógena con la superficie de las LDs. Como 
se muestra en la Fig. 18A, la inmunoseñal de Rab18 se concentra en ciertos puntos 
discretos de la superficie de las LDs que coinciden espacialmente con el 
inmunomarcaje para la proteína residente de estos orgánulos, PLIN (Wolins et al., 
2006b; Heid et al., 2013). Más aún, tal como se ha descrito previamente (Martin et al., 
2005; Pulido et al., 2011), tanto el tratamiento de las células con un potente inductor 
de la lipogénesis, la insulina, como con un estimulador de la lipolisis, el agonista de 
receptores -adrenérgicos isoproterenol, provocaron aumentos importantes en la 
cantidad de Rab18 que decora la superficie de las LDs y, por tanto, incrementos 
significativos en el índice de colocalización con respecto a PLIN. Cuantitativamente, y 
como refleja el valor medio del índice de colocalización de la señal de Rab18 y de PLIN 
en la superficie de las LDs que se muestra en la Fig. 18B, el reclutamiento de Rab18 
hacia las gotas en respuesta a insulina e isoproterenol aumentaron un 102% y un 98% 
con respecto a condiciones basales. Sin embargo, de todos los tratamientos ensayados 
en este estudio, fue la  deprivación de suero durante 24 h la condición que provocó un 
mayor reclutamiento de Rab18 hacia las LDs. Así, la ausencia de suero, además de 
inducir una disminución clara del tamaño de las LDs y un aumento concomitante del 
número de éstas, produjo un fuerte incremento de la colocalización de Rab18 con PLIN 
(Fig. 18A). Numéricamente, la asociación de Rab18 a las LDs aumentó un 429% con 







Figura 18. Colocalización de Rab18 (rojo) con PLIN (verde) en adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes 
representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 diferenciadas a adipocitos y 
sometidas a tratamientos de 2 h con insulina (100 nM), isoproterenol (10 μM), o incubadas 
durante 24 h en ausencia de suero. Las células fueron posteriormente procesadas para 
inmunofluorescencia con los anticuerpos anti-Rab18 y anti-PLIN. Barra de escala, 5 μm. (B) 
Coeficiente de colocalización medio de las señales fluorescentes. Se analizaron al menos 150 
gotas lipídicas de 10 células por grupo experimental. *, P < 0,001 vs. condiciones basales. #, P < 





Puesto que se ha demostrado que PLIN está presente en la superficie de la 
población total de LDs en células 3T3-L1 (Wolins et al., 2006b), pudimos a continuación 
comparar el porcentaje de LDs con presencia de Rab18 entre las distintas condiciones 
experimentales investigadas. Este análisis reveló que, en condiciones basales, el 49% 
de las LDs presentaban Rab18 en su superficie, mientras que este porcentaje aumentó 
hasta alcanzar el 79% y el 73% de la población total de gotas tras la estimulación con 
insulina o isoproterenol, respectivamente. De nuevo, cabe destacar el potente efecto 
del ayuno prolongado sobre el reclutamiento de Rab18 hacia estos orgánulos. En 
concreto, la deprivación de suero indujo el acercamiento de Rab18 a la casi totalidad 
de las LDs (92%). Estos resultados, junto con el análisis de colocalización de Rab18 y 
PLIN, indican que todos los estímulos ensayados no sólo inducen un mayor 
reclutamiento de la GTPasa a aquellas gotas que ya la presentaban en su superficie en 
condiciones basales, sino también un incremento en el número de LDs positivas para 
Rab18.  
Por otra parte, investigamos si el tamaño de las LDs influye en el reclutamiento 
de Rab18 inducido por insulina, isoproterenol o ayuno prolongado. Para ello, en primer 
lugar analizamos los cambios en el tamaño de las LDs inducidos por las distintas 
condiciones experimentales, lo que reveló que, de acuerdo a lo descrito previamente 
(Bergreen et al., 2009; Ariotti et al., 2012), la insulina indujo un aumento, mientras que 
el isoproterenol provocó una disminución del área media de estos orgánulos (4,80 ± 
0,42 vs. 7,34 ± 0,78 y 2,04 ± 0,25 m2 en condiciones basales y tras el estímulo con 
insulina o con isoproterenol, respectivamente) (Fig. 19). El ayuno prolongado fue de 
nuevo la condición que afectó de manera más potente a la morfología de las gotas, 
provocando una disminución de su superficie del 71,6% con respecto a las condiciones 
basales (4,80 ± 0,42 vs. 1,36 ± 0,10 μm2 en presencia o ausencia de suero, 





Figura 19. Efecto de la insulina (INS), el isoproterenol (ISO) y la deprivación de suero (AYUNO) 
en la distribución de tamaño de las LDs en adipocitos 3T3-L1. Área media de las LDs en 
adipocitos 3T3-L1 en condiciones basales y tras estimulación durante 2 h con insulina (100 nM) 
o isoproterenol (10 µM), y tras 24 h de ayuno. *, P < 0,001 vs. condiciones basales. Distribución 
de la población de las LDs en función de su tamaño en condiciones basales y en respuesta a los 
tratamientos. 
 
 Para profundizar en estos efectos y relacionarlos con la presencia o no de 
Rab18 en la superficie de las gotas, también calculamos la distribución de frecuencias 
del índice de colocalización de Rab18 y PLIN en todas las LDs incluidas en el análisis. 
Como se puede observar en la Fig. 20, todos los tratamientos provocaron un 
desplazamiento de la distribución hacia valores de mayor índice de colocalización, lo 
que está de acuerdo con los valores medios totales presentados anteriormente. 
Además, este análisis reveló que Rab18 tiende a acumularse en las LDs de menor 
tamaño en respuesta a los diferentes estímulos lipogénicos y lipolíticos. En concreto, 





que presentaron coeficientes de Mander por encima de 0,5 u.a. incluyeron LDs con 
tamaños comprendidos entre 0,5 y 0,8 m2, valores muy por debajo del área media de 
la población total de gotas tanto en condiciones basales como bajo las distintas 






Figura 20. Distribución de colocalización de Rab18 y PLIN en adipocitos 3T3-L1 en condiciones 
basales (A), tras estimulación con insulina 100 nM (B), isoproterenol 10 µM (C), o  tras ayuno 





colocalización entre ambas señales fluorescentes y se calculó el área media de las LDs incluidas 
en cada uno de los intervalos. 
En resumen, el conjunto de estos resultados señalan al ayuno prolongado como 
la condición que provoca un mayor efecto no sólo en la morfología de las LDs, sino 
también como el mayor inductor del reclutamiento de Rab18 a su superficie. Además, 
sugieren que tanto estímulos lipogénicos como lipolíticos promueven la asociación de 
la GTPasa a la población total de LDs, pero este efecto es más prominente en las gotas 

























4.2. La asociación de Rab18 a la superficie de las LDs depende 
de la integridad del eje RE-Golgi 
En estudios previos se ha propuesto que ciertas proteínas que forman parte de 
la cubierta de las LDs, como ATGL y ADRP, son transportadas desde las membranas del 
Golgi en un proceso dependiente de COPI, COPII y de sus proteínas reguladoras (Beller 
et al., 2008; Soni et al., 2009). Para analizar si Rab18 utiliza un mecanismo parecido al 
propuesto para estas proteínas, evaluamos el efecto que tiene la interrupción del 
tráfico vesicular RE-Golgi sobre su translocación a gotas en respuesta a estímulos 
lipogénicos y lipolíticos. Para ello, incubamos adipocitos 3T3-L1 con brefeldina A (BFA), 
que inhibe este transporte, lo que resulta en la disgregación de las membranas del 
complejo de Golgi y la acumulación de proteínas en las membranas del RE (Soni et al., 
2009). Tras el tratamiento, las células fueron incubadas con insulina o isoproterenol 
durante 2 h. Como se puede observar en la Fig. 21A, la presencia de Rab18 en la 
superficie de las LDs en células no estimuladas no fue afectada por el tratamiento con 
BFA (CM 0,119 ± 0,007 vs. 0,135 ± 0,013 u.a. en ausencia o presencia de BFA, 
respectivamente). Sin embargo, la exposición a BFA sí modificó el patrón característico 
de distribución de Rab18 en torno a las gotas inducido por insulina o isoproterenol. En 
concreto, el tratamiento con BFA bloqueó por completo el reclutamiento de la GTPasa 
a las LDs inducido por estímulos lipogénicos y por estímulos lipolíticos (como muestran 












Figura 21. Localización intracelular de Rab18 en adipocitos 3T3-L1 tras la disrupción del eje RE-
Golgi. (A) El índice de colocalización entre Rab18 y PLIN se evaluó en adipocitos 3T3-L1 no 
tratados (paneles superiores) o tratados con BFA durante 30 min (paneles inferiores) tanto en 
condiciones basales, como tras estimulación durante 2 h con insulina (100 mM) o 
isoproterenol (10 μM). Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio que 
muestran ambas señales fluorescentes. *, P < 0,001 vs. células control en condiciones basales. 
#, P < 0,001 vs. células control tras el tratamiento con insulina o isoproterenol. (C) La 
distribución intracelular de Rab18 se analizó mediante fraccionamiento subcelular y Western 
Blotting. 
 
Estos estudios de microscopía confocal fueron complementados con análisis 
bioquímicos que tuvieron como fin evaluar la cantidad de Rab18 en fracciones 
proteicas enriquecidas en distintas fracciones celulares. Como se muestra en la Fig. 
21C, en ausencia de BFA la inmunoreactividad de Rab18 apareció asociada a las 
fracciones enriquecidas en LDs y en membranas celulares, estando ausente en la 
fracción citosólica, mientras que este patrón de distribución no fue alterado cuando las 
células se expusieron a BFA (panel izquierdo), lo que está de acuerdo con los 
resultados de inmunofluorescencia. En cambio, esta droga provocó una disminución 
considerable de la cantidad de GTPasa asociada a la fracción de LDs con respecto a la 
que aparece en la misma fracción obtenida a partir de células tratadas con insulina 
(panel central) o isoproterenol (panel derecho).  
En conjunto, estos resultados sugieren que el tráfico vesicular entre el complejo 
de Golgi y el RE es necesario para el reclutamiento de Rab18 hacia las LDs inducido 











4.3. Papel del citoesqueleto en la distribución intracelular de 
Rab18 en adipocitos 
Dada la relación de Rab18 con el tráfico intracelular (Vazquez-Martinez et al., 
2007; Dejgaard et al., 2009) y la implicación del citoesqueleto en este tráfico (Granger 
et al., 2014), analizamos la relación espacial de las LDs marcadas con Rab18 (Rab18-
LDs) con distintos elementos del citoesqueleto celular. En primer lugar, se estudió la 
colocalización de las Rab18-LDs y los filamentos de actina, que fueron marcados con 
faloidina-Alexa488. Como se muestra en la Fig. 22A, los filamentos de actina se 
localizan predominantemente en el córtex celular de células 3T3-L1 diferenciadas 
(Yang et al., 2013). Por su parte, la inmunoreactividad de Rab18 apareció a cierta 
distancia de la membrana plasmática, no mostrando una coincidencia espacial 
evidente con la red cortical de actina, tal como puede observarse en el gráfico de 
correlación (Fig. 22B) que representa el análisis de intensidades de fluorescencia de 
ambos canales pixel por pixel.  
En consonancia con la ausencia de relación espacial entre las Rab18-LDs y la red 
cortical de actina, la desorganización de ésta mediante el tratamiento con latrunculina 
B no provocó cambios en la distribución celular de las gotas ni alteró la presencia de 
Rab18 en su superficie (Fig. 22C). 
 
Figura 22: Análisis de la relación espacial entre las Rab18-LDs y los filamentos de actina. (A) 
Imagen de microscopía confocal representativa de una célula 3T3-L1 inmunoteñida para Rab18 
y marcada con la faloidina-Alexa488. Barras de escala, 5 μm. (B) Gráfico de correlación de las 
señales fluorescentes a lo largo de la línea punteada. (C) Distribución de Rab18 (rojo) tras la 
disrupción de citoesqueleto de actina (verde) con latrunculina B 10 µM (30 min). Barras de 





También evaluamos la relación entre las Rab18-LDs y la red de microtúbulos. 
Como se observa en la Fig. 23A, que muestra una célula 3T3-L1 doblemente 
inmunomarcada (paneles superiores) e imágenes renderizadas de la misma (paneles 
inferiores), las Rab18-LDs se encuentran a menudo rodeadas por haces de 
microtúbulos, que, en algunos puntos, coinciden con el inmunomarcaje de Rab18. El 
análisis de intensidades de fluorescencia de ambos canales pixel por pixel (gráfica de 
correlación) confirmó esta asociación (Figura 23B).  
 
Figura 23. Análisis de la relación espacial entre las Rab18-LDs y la red de microtúbulos. (A) El 
panel superior representa una imagen de microscopía confocal representativa de una célula 
3T3-L1 inmunoteñida para Rab18 y -tubulina (izquierda) y el detalle de la distribución de 
ambas señales alrededor de una gota lipídica (derecha). El panel inferior muestra la imagen 
renderizada mediante el uso del software Imaris 7.0. Barra de escala, 5 μm. (B) Gráfico de 
correlación de señales fluorescentes a lo largo de la línea punteada. 
 
Para profundizar en la relación que mantienen las Rab18-LDs y la red de 
microtúbulos, se investigó el efecto de la desestabilización de microtúbulos sobre la 





durante 1 h con nocodazol (Modrianský y Dvorák 2005). La inmunotinción de la red de 
microtúbulos con anti-β-tubulina confirmó que dicho tratamiento induce la 
despolimerización completa de esta red de citoesqueleto (Fig. 24).  
 
Figura 24. Efecto del nocodazol (10 µM, 1 h) sobre la red de microtúbulos en adipocitos 3T3-
L1. 
 
En las células tratadas  con nocodazol, no observamos modificaciones en 
cuanto a la asociación de Rab18 a las LDs en condiciones basales (Fig. 25A), 
manteniéndose en éstas el mismo grado de colocalización entre Rab18 y PLIN (CM 
0,159 ± 0,014 vs. 0,160 ± 0,020 u.a. en ausencia o presencia de nocodazol, 
respectivamente). De manera similar, la administración de nocodazol tampoco afectó 












Figura 25. Relación espacial de Rab18 con el citoesqueleto de microtúbulos. (A) Colocalización 
entre Rab18 (rojo) y PLIN (verde) en adipocitos 3T3-L1 no tratados (panel superior) y tratados 
1 h con nocodazol 10 µM (panel inferior) en ausencia o presencia de insulina (100 nM, 2 h) o 
isoproterenol (10 μM, 2 h). Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio que 
muestran ambas señales fluorescentes. *, P < 0,001 vs. células control en condiciones basales. 
#, P < 0,001 vs. células tratadas con nocodazol en condiciones basales. (C) Distribución 
intracelular del mutante constitutivamente activo de Rab18 [Rab18(Q67L)] en ausencia 
(paneles superiores) o presencia de nocodazol 10 µM (paneles inferiores). Barra de escala, 5 
μm. En las imágenes de la derecha se muestra la imagen amplificada de la región marcada con 
el recuadro blanco.  
 
Por otra parte, la desestabilización de microtúbulos tampoco modificó la 
localización del mutante activo de Rab18, [Rab18(Q67L)], que mostró su distribución 
intracelular típica alrededor de la superficie de las LDs (Fig. 25C). El conjunto de estos 
resultados sugiere que el reclutamiento de Rab18 a la superficie de las LDs es 













4.4. Relación espacial y funcional de las Rab18-LDs con otros 
orgánulos implicados en metabolismo lipídico 
La relevancia del RE en la biogénesis de las LDs y en la composición proteica de 
su cubierta está claramente establecida (Zehmer et al., 2009; Walther y Farese, 2012). 
Además de esta relación con RE, las LDs también interaccionan con otros orgánulos 
implicados en el metabolismo lipídico, bien por su cooperación en la oxidación de 
ácidos grasos o por su participación en la síntesis de lípidos: las mitocondrias y los 
peroxisomas. Por ello, a continuación investigamos la relación espacial y funcional 
existente entre las Rab18-LDs y estos orgánulos.  
 
4.4.1. Retículo Endoplásmico  
En un estudio previo realizado en nuestro laboratorio se demostró que el 
tratamiento con insulina o isoproterenol incrementa la colocalización de las Rab18-LDs 
con el RE en adipocitos 3T3-L1 (Pulido et al., 2011). En el presente estudio, hemos 
profundizado en la dinámica temporal de dicha asociación y en los factores 
moleculares involucrados. En primer lugar, analizamos la relación espacial que 
mantiene el RE con las LDs. Para ello, las células fueron cargadas con dos marcadores 
fluorescentes de tipo BODIPY [uno que presenta gran afinidad por los lípidos apolares 
contenidos en las gotas lipídicas (BODIPY493/503) y un segundo que tiñe canales de K+ 
de las membranas del RE (ER-Tracker)] y a continuación fueron observadas mediante 
microscopía confocal. En la Fig. 26 se muestra una imagen renderizada representativa 
de la relación espacial entre ambos orgánulos. Como se puede observar, las LDs se 
localizan en zonas cercanas al RE y, en muchas ocasiones, se encuentran envueltas por 
membranas de este orgánulo. La relación espacial encontrada en este estudio entre 
estos orgánulos está de acuerdo con las observaciones de microscopía electrónica 






Figura 26. Imagen renderizada de un adipocito 3T3-L1 teñido con marcadores vitales de RE 
(ER-Tracker, rojo) y de LDs (BODIPY493/503, verde). 
 
A continuación, monitorizamos en células vivas y a tiempo real la dinámica de 
ambos orgánulos en respuesta a un estímulo lipogénico, para lo que electroporamos 
adipocitos 3T3-L1 con el vector de expresión GFP-Rab18 y los expusimos al marcador 
vital ER-Tracker. La Fig. 27A muestra imágenes de la distribución intracelular de RE en 
relación a las LDs y en las Fig. 27B y Fig. 27C se representan los valores de coeficiente 
de Mander medios a lo largo del tiempo y el índice de colocalización total durante el 
periodo basal y a lo largo del tratamiento con insulina, respectivamente. La secuencia 
completa de imágenes se muestra en el vídeo 1 incluido en la Información 
Suplementaria. El análisis de los resultados obtenidos mediante videomicroscopía 
reveló que, del total de Rab18-LDs analizadas, el 66% aumentó significativamente su 
grado de colocalización con RE (62,081 ± 3,035 vs. 86,660 ± 7,869 u.a. en condiciones 
basales y tras estimulación con insulina, respectivamente), mientras que el 33% 
restante no modificó el grado de colocalización con RE tras el estímulo. Estos 
resultados sugieren que la insulina produce un acercamiento inmediato de las Rab18-













Figura 27. Videomicroscopía en tiempo real en adipocitos 3T3-L1 transfectados con GFP-Rab18 
y teñidos con el marcador vital de RE, ER-tracker, monitorizados bajo condiciones basales y 
tras estimulación con insulina (100 nM). (A) Imágenes representativas de adipocitos antes y 
después de la estimulación lipogénica. Barra de escala 5 µm. (B) Representación gráfica de la 
variación del valor medio del coeficiente de Mander en las LDs normalizado al punto de 
inyección del tratamiento con respecto al tiempo. (C) Representación del valor medio el área 
bajo la curva de los coeficientes de Mander antes y después del tratamiento. 
 
En estudios recientes se ha demostrado la existencia de regiones de la 
membrana de RE enriquecidas en enzimas lipogénicas (Kassan et al., 2013), lo que nos 
llevó a pensar que el acercamiento de membranas del RE y Rab18-LDs inducido por la 
insulina podría ocurrir en dichas zonas. Para estudiar esta posibilidad, utilizamos como 
marcador la enzima DGAT2, encargada de catalizar el último paso en la síntesis de 
triglicéridos y que está enriquecida en zonas definidas del RE (revisado en Liu et al., 
2012), y comparamos su distribución intracelular en relación de las Rab18-LDs tras la 
administración de insulina. Este ensayo se realizó a diferentes tiempos de tratamiento 
(2 y 4 h) y el estudio de colocalización se llevó a cabo sólo con aquellas LDs en las que 
se observó claramente la presencia de Rab18 en su superficie (CM > 0,1, ver Material y 





una distribución compatible con su asociación al RE en este tipo celular, raramente 
colocalizó con Rab18 en condiciones basales, como se muestra en la imagen 
representativa de la Fig. 28A (paneles superiores). De acuerdo con esta observación, el 
grado de colocalización entre ambas proteínas bajo condiciones basales fue reducido  
y la exposición de las células a insulina durante 2 h prácticamente no modificó este 
índice de colocalización (Fig. 28A paneles centrales y Fig. 28B). Por el contrario, el 
tratamiento con insulina durante 4 h sí indujo un incremento significativo en el índice 
de colocalización entre Rab18 y DGAT2 (Fig. 28A paneles inferiores y Fig. 28B), lo que 







Figura 28. Estudio de colocalización de Rab18 (rojo) con la enzima lipogénica DGAT2 (verde) en 
adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 con 
Insulina (100 nM) durante 2 ó 4 h. Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización 
medio que muestran ambas señales fluorescentes. *, P < 0,01 vs. células basales.  
De forma similar, estudiamos la relación entre Rab18 y DGAT2 tras la 
exposición lipolítica a  isoproterenol durante 2 y 4 h. Los resultados del análisis de 
colocalización revelaron que, a 2 h, la colocalización entre ambas proteínas tendió a 
disminuir, aunque no de manera significativa  (Fig. 29A paneles centrales  y Fig. 29B). 
Sin embargo, al igual que lo acontecido en el caso de insulina, el tratamiento con 
isoproterenol durante 4 h incrementó significativamente el índice de colocalización 






Figura 29. Estudio de colocalización de Rab18 (rojo) con DGAT2 (verde) en adipocitos 3T3-L1. 
(A) Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 expuestas a 
isoproterenol (10 μM) durante 2 ó 4 h. Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización 
medio que muestran ambas señales fluorescentes.*,P < 0,01 vs. células basales. 
 
Estos resultados indican que tanto los estímulos lipogénicos como lipolíticos 
aumentan la relación espacial de las Rab18-LDs y zonas del RE enriquecidas en DGAT2.  
 
4.4.2. Mitocondrias  
Para analizar el movimiento de las mitocondrias con respecto a las LDs que 
presentan GFP-Rab18 en su superficie llevamos a cabo una aproximación experimental 
similar a la descrita en el apartado anterior. Concretamente, monitorizamos células 
3T3-L1 electroporadas con el vector GFP-Rab18 y marcadas con el marcador vital de 
mitocondrias Mitotracker, antes y después de la administración de insulina 100 nM o 
isoproterenol 10 μM y evaluamos la evolución del coeficiente de colocalización entre 
los dos marcadores en respuesta a los tratamientos. En las Figs. 30A y 30D, así como 
en los vídeos 2 y 3 incluidos en la Información Suplementaria, se muestran ejemplos de 
LDs en las que pueden observarse las mitocondrias formando redes y Rab18 localizado 
alrededor de las LDs. El análisis de colocalización entre ambas señales reveló que, bajo 
condiciones basales, existe cierta colocalización entre las Rab18-LDs y las mitocondrias. 
La exposición a ambos tratamientos incrementó el grado de colocalización entre estos 
orgánulos, aunque con diferente magnitud. En respuesta a insulina, el 47% del total de 
LDs analizadas incrementó su colocalización con mitocondrias (57,358 ± 0,864 vs. 
73,544 ± 6,859 u.a. en condiciones basales y tras la estimulación, respectivamente), 
mientras que un 67% respondió al tratamiento con isoproterenol presentando un 
incremento significativo en el grado de colocalización (59,308 ± 2,143 vs. 83,742 ± 
6,069 u.a. en condiciones basales y tras la administración de isoproterenol, 
respectivamente. En las Figs. 30B y 30C se representan la evolución del índice de 
colocalización de ambas señales a lo largo del tiempo y los valores totales de 
colocalización en condiciones basales y tras la administración de insulina, 
respectivamente. Las Figs. 30E y 30F representan los mismos parámetros antes y 








Figura 30. Videomicroscopía en tiempo real en adipocitos 3T3-L1 transfectados con GFP-Rab18 





basales y tras estimulación con insulina (100nM) o isoproterenol (10 µM). Imágenes 
representativas de adipocitos antes y después de la administración lipogénica (A) o lipolítica 
(D). Barra de escala, 5 µm. Representación gráfica de la variación del valor medio del 
coeficiente de Mander en las LDs normalizado al punto de inyección del tratamiento con 
respecto al tiempo en condiciones de estimulación lipogénica (B) y lipolítica (E), (C) y (F) 
Representan el valor medio del área bajo la curva de los coeficientes de Mander antes y 
después del tratamiento con insulina o isoproterenol, respectivamente. 
 
Para extender el marco temporal del estudio, los adipocitos 3T3-L1 fueron 
tratados durante 2 ó 4 h con insulina (100 nM) o isoproterenol (10 μM), teñidos con el 
marcador vital Mitotracker durante los últimos 45 min de tratamiento y, 
posteriormente, inmunomarcados con el anticuerpo anti-Rab18. En la Fig. 31A se 
muestran imágenes representativas de microscopía confocal de adipocitos 3T3-L1 con 
marcajes fluorescentes para Rab18 y mitocondrias en ausencia y presencia de insulina 
durante 2 y 4 h. La cuantificación de la colocalización de las señales mostró que, 
mientras que la exposición de las células a insulina durante 2 h no alteró la distribución 
intracelular de estos orgánulos, el tratamiento prolongado (4 h) provocó un 
incremento significativo del grado de colocalización entre Rab18-LDs y mitocondrias 






Figura 31. Estudio de colocalización de Rab18 con el marcador vital de mitocondrias 
Mitotracker en adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes representativas de microscopía confocal de 
células 3T3-L1 sometidas a tratamientos de 2 ó 4 h con Insulina (100 nM),  marcadas in vivo 
con el marcador Mitotracker (verde) y procesadas para inmunofluorescencia con el anticuerpo 
anti-Rab18 (rojo). Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio que muestran 
ambas señales fluorescentes.*, P < 0,01 vs. condiciones basales. 
 
Con respecto al isoproterenol, tanto el tratamiento de 2 h como el de 4 h 
provocaron efectos similares sobre la redistribución de Rab18-LDs y mitocondrias. En 
ambos casos, el índice de colocalización medio aumentó alrededor del 50% a las 2 h y 






Figura 32. Estudio de colocalización de Rab18 con el marcador vital de mitocondrias 
Mitotracker en adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes representativas de microscopía confocal sobre 
células 3T3-L1 sometidas a tratamientos de 2 ó 4 h con isoproterenol (10 μM), marcadas in 
vivo con el marcador Mitotracker (verde) y procesadas para inmunofluorescencia con el 
anticuerpo anti-Rab18 (rojo). Barra de escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio 
que muestran ambas señales fluorescentes. 
 
Sin embargo, encontramos un grado de variabilidad relativamente considerable 
entre la población de gotas analizadas (al menos 30 por grupo experimental), lo que 
resultó en la falta de diferencias estadísticamente significativas. Esta variabilidad entre 
las distintas gotas en respuesta a isoproterenol nos llevó a investigar si pudieran existir 





mitocondrias. Para explorar esta posibilidad, analizamos en primer lugar la relación 
existente entre el tamaño de las gotas con respecto a su capacidad de interacción con 
mitocondrias. En la Fig. 33A se representan las distribuciones correspondientes a la 
colocalización de mitocondrias y Rab18 en la superficie de las LDs, indicando en cada 
caso el área media de las gotas en cada intervalo. Este tipo de análisis reveló que  
aproximadamente el 40% de las Rab18-LDs no mostró asociación con mitocondrias en 
ausencia de estímulos. Algo similar fue observado tras la estimulación con insulina 
durante 2 h. Aproximadamente, el 35% del total de Rab18-LDs carecían de 
mitocondrias. Sin embargo, el tratamiento de 4 h con insulina incrementó fuertemente 
la asociación de mitocondrias a las gotas, de manera que un 80% de las Rab18-LDs 
presentaron asociación con mitocondrias. A pesar de estos cambios en la relación 
gotas/mitocondrias inducida por insulina, este efecto parece ser independiente del 
tamaño de las LDs, puesto que en ninguno de los casos analizados apareció una 













Figura 33. Efecto de la insulina sobre la distribución de Rab18-LDs y mitocondrias en adipocitos 
3T3-L1. (A) Se cuantificó el porcentaje de LDs dentro de cada intervalo de coeficiente de 
colocalización entre Rab18-LDs y Mitotracker  y se calculó el área media de cada uno de estos 
grupos (representada al final de las barras) en condiciones basales y tras estimulación con 
insulina (100 nM) durante 2 ó 4 h. (B) Gráfico de correlación entre los coeficientes de 
colocalización de Rab18-LDs con Mitotracker y la superficie de las LDs. 
 
Por otra parte, el tratamiento de los adipocitos con isoproterenol provocó un 
cambio claro en la distribución de las LDs con respecto a condiciones basales (Fig. 34A). 
Así, aproximadamente el 35% de las Rab18-LDs no presentó coincidencia espacial con 
mitocondrias en las condiciones analizadas, sin embargo, el 65% restante exhibió una 
mayor respuesta al estímulo lipolítico en cuanto a su relación con mitocondrias. De 
este 65%, más del 20% mostró un índice de colocalización con mitocondrias elevado en 
adipocitos 3T3-L1 tratados con isoproterenol durante 2 h ó 4 h (Fig. 34A). Además, el 
análisis de correlación del índice de colocalización y el tamaño de las gotas reveló que 









Figura 34. Efecto del isoproterenol sobre la distribución de colocalización de Rab18-LDs y 





intervalo de coeficiente de colocalización entre Rab18-LDs y Mitotracker y se calculó el área 
media de cada uno de estos grupos (representada al final de las barras) en condiciones basales 
y tras estimulación con isoproterenol (10 µM) durante 2 ó 4 h. (B) Gráfico de correlación entre 
los coeficientes de colocalización Rab18-LDs con Mitotracker y la superficie de las LDs. 
 
El conjunto de estos resultados indica que existe una relación espacial entre las 
Rab18-LDs y las mitocondrias tras estímulos lipolíticos que depende directamente del 
tamaño de las LDs. 
 
4.4.3. Peroxisomas  
En este estudio, también llevamos a cabo el seguimiento de la movilización de 
los peroxisomas en relación a las Rab18-LDs en respuesta a estímulos lipogénicos y 
lipolíticos mediante videomicroscopía. Para ello, los adipocitos fueron co-
electroporados con DsRed-Rab18 y un vector de expresión que codifica el péptido 
señal de transporte a peroxisomas (SKL) fusionado a GFP. Las Figs. 35A y 35D así como 
los vídeos 4 y 5 incluidos en la Información Suplementaria, muestran adipocitos 3T3-L1 
co-electroporados con DsRed-Rab18 y GFP-SKL antes y después del tratamiento con 
insulina (100 nM) e isoproterenol (10 µM). El análisis de colocalización entre las dos 
señales reveló que, bajo condiciones basales, existe un cierto grado de colocalización 
entre Rab18-LDs y peroxisomas. Además, la exposición a ambos tratamientos provocó 
un acercamiento de los peroxisomas a las LDs marcadas con DsRed-Rab18 en un 
periodo de tiempo muy corto (5 min), lo que se vio reflejado en un incremento 
significativo en el grado de colocalización entre las gotas con Rab18 y los peroxisomas. 
Concretamente, del 46% al 54% de las LDs con Rab18 en su superficie mostraron un 
aumento de colocalización con peroxisomas tras la estimulación con insulina e 
isoproterenol, respectivamente.  La evolución del índice de colocalización de ambas 
señales a lo largo del tiempo y los valores totales de colocalización en condiciones 
basales y tras la administración del estímulo, se representan en las Figs. 35B y 35C en 
el caso de tratamientos con insulina, y Figs. 35E y 35F en tratamientos con 
isoproterenol. En conjunto, estos resultados mostraron que tanto la estimulación 
lipogénica como lipolítica inducen una asociación de las Rab18-LDs y peroxisomas en 






Figura 35. Videomicroscopía en tiempo real de adipocitos 3T3-L1 co-transfectados con DsRed-





(100nM) o isoproterenol (10 µM). Imágenes representativas de adipocitos antes y después de 
la administración lipogénica (A) o lipolítica (D). Barra de escala, 5 µm. Representación gráfica 
de la variación del valor medio del coeficiente de Manders en las LDs normalizado al punto de 
inyección del tratamiento con respecto al tiempo en condiciones de estimulación lipogénica 
(B) y lipolítica (E). (C) y (F) Representan el valor medio del área bajo la curva de los coeficientes 
de Manders antes y después del tratamiento con insulina e isoproterenol, respectivamente. 
 
Igualmente, analizamos el efecto a más largo plazo (2 h y 4 h) de insulina e 
isoproterenol sobre la relación espacial de peroxisomas y Rab18-LDs mediante doble 
inmunofluorescencia frente a Rab18 y el marcador de peroxisomas PMP70. Para ello, 
se analizaron aquellas LDs que presentaban Rab18 asociado a su superficie con el fin 
de determinar el grado de colocalización entre Rab18 y PMP70 en ausencia o presencia 
del tratamiento. Como puede observarse en las imágenes de microscopía confocal 
mostradas en la Fig. 36A, el tratamiento con insulina provocó un fuerte aumento del 
número de peroxisomas alrededor de las Rab18-LDs, lo que fue confirmado mediante 
cuantificación de los valores medios del índice de colocalización entre Rab18-LDs y 






Figura 36. Estudio de colocalización de Rab18 con el marcador de peroxisomas PMP70 en 
adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 
sometidas a tratamientos de 2 ó 4 h con Insulina (100 nM) y procesadas para doble 
inmunofluorescencia con los anticuerpos anti-Rab18 (rojo) y anti-PMP70 (verde). Barra de 
escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio que muestran ambas señales 
fluorescentes.*, P < 0,01 vs. condiciones basales. **, P < 0,001 vs. condiciones basales.  
Con respecto a la vía lipolítica, el tratamiento con isoproterenol también 
aumentó el número de peroxisomas alrededor de las Rab18-LDs, aunque, como se 
puede observar en las imágenes de microscopía confocal de la Fig. 37A y atendiendo a 
la cuantificación del solapamiento de señales fluorescentes mostrado en la Fig.37B, 
este efecto fue menos importante desde el punto de vista cuantitativo que en el caso 






Figura 37. Estudio de colocalización de Rab18 con el marcador de peroxisomas PMP70 en 
adipocitos 3T3-L1. (A) Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 
sometidas a tratamientos de 2 ó 4 h con Isoproterenol (10 μM) y procesadas para doble 
inmunofluorescencia con los anticuerpos anti-Rab18 (rojo) y anti-PMP70 (verde). Barra de 
escala, 5 μm. (B) Coeficiente de colocalización medio que muestran ambas señales 
fluorescentes. *, P < 0,01 vs. condiciones basales.  
Para evaluar si el acercamiento de peroxisomas a las Rab18-LDs es dependiente 
del tamaño de éstas, se llevaron a cabo distribuciones de frecuencias de las gotas con 
respecto a su índice de colocalización con peroxisomas y se calculó el área media de las 
gotas representadas en cada intervalo (Fig. 38A). Así, en condiciones basales alrededor 
del 20% de las Rab18-LDs presentaron colocalización con peroxisomas. El tratamiento 





asociadas a peroxisomas, que alcanzó el 55% de la población total. Este efecto fue más 
evidente en el tratamiento de 4 h con insulina, tras el cual hasta el 80% del total de 
Rab18-LDs presentaron asociación con peroxisomas (Fig. 38A). Por otra parte, el 
análisis de correlación de la presencia de peroxisomas alrededor de las gotas y el 
tamaño de éstas no mostró una relación significativa entre ambas variables, lo que 
sugiere que los peroxisomas se acercan a la población total de Rab18-LDs 






Figura 38. Efecto de la insulina en la distribución de colocalización de Rab18-LDs y peroxisomas 
en adipocitos 3T3-L1. (A) Se cuantificó el porcentaje de LDs dentro de cada intervalo de 
coeficiente de colocalización entre Rab18-LDs y el marcador de peroxisomas PMP70  y se 





condiciones basales y tras estimulación con insulina (100 nM) durante 2 ó  4 h. (B) Gráfico de 
correlación entre los coeficientes de colocalización Rab18-LDs con PMP70 y la superficie de las 
LDs. 
 
La estimulación lipolítica también modificó la distribución de frecuencias, 
aunque de forma menos pronunciada que en respuesta a la activación de la 
lipogénesis. En este caso, el tratamiento de las células con isoproterenol durante 2 h y 
4 h, promovió el acercamiento de peroxisomas a las Rab18-LDs que incrementó desde 
un 20% de Rab18-LDs asociadas a peroxisomas en condiciones basales a un 50% que se 
mantuvo a ambos tiempos  de estimulación lipolítica. Por último, tampoco se encontró 
correspondencia alguna entre el tamaño de las gotas y la asociación de peroxisomas a 






Figura 39. Efecto del isoproterenol en la distribución de colocalización de Rab18-LDs y 
peroxisomas en adipocitos 3T3-L1.  (A) Se cuantificó el porcentaje de LDs dentro de cada 
intervalo de coeficiente de colocalización entre Rab18-LDs y el marcador de peroxisomas 





barras) en condiciones basales y tras estimulación con isoproterenol (10 µM) durante 2 ó 4 h. 
(B) Gráfico de correlación entre los coeficientes de colocalización Rab18-LDs con PMP70 y la 
superficie de las LDs. 
 
4.4.3.1. Repercusión funcional de la interacción entre Rab18-LDs y peroxisomas  
En vista de la coincidencia espacial existente entre las Rab18-LDs y los 
peroxisomas sobre todo inducida por insulina, nos planteamos analizar si Rab18 podría 
ejercer algún papel regulador de la actividad de los peroxisomas. En este sentido, la 
actividad enzimática que mejor define el metabolismo de los peroxisomas es la 
catalasa, la cual está involucrada en la degradación del peróxido de hidrógeno (H2O2) 
generado por las oxidasas peroxisomales (revisado en Wanders y Waterham 2006). En 
particular, el O2 es el aceptor en la primera reacción de β-oxidación de ácidos grasos de 
cadena muy larga, dando lugar a H2O2, que es eliminado por la catalasa. De esta forma, 
se evaluó la actividad catalasa en adipocitos 3T3-L1 electroporados con cMyc-Rab18 o 
el vector vacío (células mock) analizando el consumo de H2O2 en los extractos 
celulares. Como se muestra en la Fig. 40A, las células que sobreexpresaban Rab18 
mostraron niveles de actividad catalasa 2,5 veces mayores que las células control. 
Sobre la base de estas observaciones y puesto que los peroxisomas están involucrados 
tanto en la generación como en la eliminación de ROS (revisado en Schrader y Fahimi, 
2006), analizamos también la abundancia de ROS en adipocitos que sobreexpresan 
Rab18. Para ello, se electroporaron adipocitos 3T3-L1 con el vector  cMyc-Rab18 o con 
el vector vacío (mock) y se analizó la presencia de ROS en estos cultivos con 
diclorofluoresceína diacetato (H2DCFDA; ver Material y Métodos). Como se puede 
observar en la Fig. 40B, la sobreexpresión de Rab18 provocó una disminución del 60% 
en los niveles de ROS intracelulares.  





determinó la actividad catalasa de adipocitos 3T3-L1 electroporados con cMyc-Rab18 o el 
vector vacío (mock). Se representan los valores de actividad referidos al control. (B) Se 
representan los valores de ROS como ratio de la intensidad de fluorescencia referidos al 
control. *, P < 0,05 vs. mock. (n= 4 experimentos independientes). 
 
4.5. Mecanismos moleculares de acción de Rab18. 
Identificación y caracterización del interactoma de Rab18 
En general, las proteínas Rab actúan como interruptores moleculares que ciclan 
entre dos estados según se encuentren unidas a GDP o GTP. La modulación de su 
actividad por el intercambio de nucleótidos requiere de proteínas reguladoras que 
estabilizan a las Rab tanto en su estado inactivo en el que se encuentran unidas a GDP 
como el activo tras su asociación a GTP. Una vez activadas, interaccionan con distintas 
proteínas (efectores) que son las responsables últimas de traducir la información 
contenida en la GTPasa en una respuesta determinada del compartimento al que se 
asocia (revisado en Pfeffer, 2013). Por tanto, para entender mejor cómo afecta la 
presencia de Rab18 en la superficie de las LDs a su dinámica intracelular llevamos a 
cabo una estrategia múltiple para identificar interactores de esta GTPasa en 
adipocitos, lo que incluyó estudios proteómicos de la cubierta de las LDs, 
inmunoprecipitación y ensayos de doble híbrido de levaduras (Yeast Two-Hybrid 
screening; Y2H). 
 
4.5.1. Proteómica de LDs 
Estudios proteómicos previos han mostrado que la composición proteica de las 
LDs de adipocitos 3T3-L1 sufre una redistribución considerable en respuesta a una 
estimulación lipolítica (Brasaemle et al., 2004). En este estudio, hemos ampliado estas 
observaciones analizando la reorganización estructural de la cubierta de las LDs en 
respuesta a estímulos lipogénicos. Para ello, se llevó a cabo el aislamiento de LDs 
mediante subfraccionamiento celular en gradientes de sacarosa a partir de adipocitos 
3T3-L1 no tratados y expuestos a insulina durante 4 h.  En la Fig. 41 se muestra un 
inmunoblot de las distintas fracciones del gradiente, en el que se puede observar el 
enriquecimiento de las fracciones más ligeras (1 y 2) en el marcador de LDs, PLIN y el 
enriquecimiento de las fracciones más pesadas (8 y 9) en el marcador de membranas 
calnexina. El tratamiento con insulina no indujo un cambio significativo en la 
distribución de estos marcadores a lo largo del gradiente. Sin embargo, la insulina sí 





fracciones enriquecidas en LDs como en las enriquecidas en membranas intracelulares, 
lo que está de acuerdo con los estudios de microscopía incluidos en apartados 
anteriores.  
 
Figura 41. Fraccionamiento subcelular de adipocitos 3T3-L1 en condiciones basales o tras 
estimulación con insulina (100 nM) durante 4 h. La validación del fraccionamiento se llevó a 
cabo utilizando PLIN como marcador de las LDs, que se separan en las fracciones más ligeras, y 
calnexina, marcador del RE que se separa, junto a otras membranas celulares, en las fracciones 
más densas.   
 
Tras confirmar la validez del fraccionamiento, los extractos proteicos 
correspondientes a las fracciones 1 y 2 fueron tripsinizados y procesados para 
cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC) y espectrometría de masas (trampa 
iónica). Los resultados de la identificación se muestran en la Tabla S1 (suplementaria). 
El análisis proteómico permitió la identificación de un total de 168 proteínas en las LDs 
de células en condiciones basales y 230 en las gotas de células estimuladas con 
insulina. De todas estas proteínas, 71 (marcadas en la Tabla 6 en negrita) ya habían 
sido identificadas en estudios proteómicos previos de LDs aisladas de adipocitos 
(Brasaemle et al., 2004; Ding et al., 2012), células epiteliales (Liu et al., 2004; Bartz et 
al., 2007) y hepatocitos (Turró et al., 2006). Las proteínas identificadas se clasificaron 
en 9 grupos mayoritarios atendiendo a su función o localización: miembros de la 
familia PAT, metabolismo lipídico, tráfico de membranas, citoesqueleto, RE, 
chaperonas, proteasoma, mitocondrias y  señalización celular. Como se muestra en la 
Tabla 6, la mayor parte de las proteínas identificadas se incluyen en los grupos 
correspondientes a tráfico de membranas (i.e. anexinas, proteínas de membrana 
asociadas a vesículas o miembros de la familia de las Rab GTPasas y reguladores de su 
actividad) y de organización de citoesqueleto (i.e. tubulina, vimentina y dineína), lo 
que apoya la naturaleza dinámica de estos orgánulos. Además, el tratamiento de los 
adipocitos con insulina promovió la reorganización de la cubierta proteica de las LDs. 





de ácidos grasos (i.e. FABP4 y FABP5; Cabré et al., 2007; Glatz et al., 1995), así como 
proteínas relacionadas con el tráfico intracelular de membranas y la reorganización del 
citoesqueleto (i.e. ARF1, ARHGAP, GDI2, actina, tubulina, filamina, etc; Jackson, 2014; 
Chini et al., 1998; Bellot et al., 2014). Cabe destacar el fuerte aumento en la presencia 
de proteínas relacionadas con la maquinaria de control de calidad de las proteínas (i.e. 
varias subunidades del proteasoma, como PSMD11, PSMA5, PSMC1, y proteínas de 
ubiquitinación como UBE2V1 y UBQLN1).  
Tabla 6. Proteínas identificadas en el proteoma de LDs de adipocitos 3T3-L1. Se 
representan las proteínas que sólo aparecen en condiciones basales o tras estimulación 
lipogénica y aquéllas que son comunes para ambas condiciones. 
 SÓLO BASAL SÓLO INSULINA COMUNES 
FAMILIA PAT 
S3-12  PLIN 
  ADRP 
  TIP47 
METABOLISMO 
LIPÍDICO 
ABHD5 (CGI-58) AKR1A1 G6PD 
DHRS1 FABP4 IDH1 
HSD17B11 FABP5 PGK1 
HSD17B12 ME1 TPI1 
LPL MOGAT1 DHRS1 
 PC  
 PEBP1  
TRÁFICO DE 
MEMBRANAS 
COPB1 ARF1 ANXA1 
CPNE8 ARHGAP ANXA2 
EEA1 CLTC ANXA3 
RAB10 COPG ANXA4 
RAB1A GDI2 ANXA5 
RAB21 KALRN ANXA6 
RAB33A OLA1 ARHGDIA 
RAB5C RAB2A ARHGDIB 
VAPA RAB34 PDCD6IP 
 RANBP1 RAB18 
 SYTL2 RAB31 
  RAB7A 
  RHOA 
  VAT1 
CITOESQUELETO 
ACTC1 ACTA1 ACTB 
ACTR1B ACTR3 ACTN1 
ACTR3 DNAH17 FLNA 
TUBA1A DSTN GSN 
TUBB2C DYNC1H1 MSN 
 FLNB MTPN 
 FLNC MYH9 





 MYL9 SEPT2 
 PLEC Tpm4 
 PLS3 VIM 
 S100A11  
 SPTAN1  
 TLN1  
 TTN  
 TUBA1B  
 TUBB  
 TWF1  
 VCL  
 WDR1  
CHAPERONAS 
DNAJA1 CCT2 FAF2 
DNAJA4 CCT3 HSP90AB1 
HSPA4 CCT6A HSPA5 
HSPA9 CCT7 HSPA8 
HSPD1 HSP90B1 SERPINH1 
 PFDN5  
PROTEASOMA 
AUP PSMA2 PSMC3 
UBE2G2 PSMA5 UBA1 
 PSMC1  
 PSMC4  
 PSMD11  
 PSMD12  
 PSMD3  
 UBE2V1  
 UBQLN1  
 USP14  
 USP4  
 ISG15  
SEÑALIZACIÓN 
CELULAR 
GNG12 AHNAK2 S100A10 
MARCKS PPP2R1A SEMA4C 
NMI PRKAR2B STAT1 
YWHAB PRKCSH Ywhaq 
ADCY5 STAT3 YWHAZ 
 YWHAE  
 YWHAG  
 CAMK1  
 CAPNS1  
 RICTOR  
 IQGAP1  
RE 
CALU  CYB5R3 
ERP29  ERO1L 
PDIA6  P4HB 





  VCP 
MITOCONDRIAS 
ALDH2 SLC25A19 MDH2 
MDH1   
MISCELÁNEAS 
AHNAK2 Adh6b ALDOA 
BRSK2 AMOTL1 ATP6V1A 
C11orf58 ANKRD40 BASP1 
CAPN2 ASNS CLIC1 
CARS ATIC Eef1a1 
CHMP6 ATOX1 EEF2 
CNPY2 ATP6V1E1 EIF5A 
Cyp2b13/Cyp2b9 C14orf49 Gstp1 
DARS C6orf115 KPNB1 
DRD5 CAPRIN1 LDHA 
DTX3L CHD4 LPP 
EG224916 CNBP PAFAH1B1 
EIF4A2 CSRP1 PDLIM5 
EIF5A CSTB PGAM1 
FBXL18 CXorf49/CXorf49B PKM2 
FGD5 CYLD PNP 
GBP2  DBN1 PPIA 
GFPT1 DBNL PRDX6 
GSTM5 DPYSL2 Prss3 
HMGB1L1 EEF1D RNH1 
HNRNPH1 EIF2S1 Rpl12 
IFITM3 EIF3H RPLP2 
Igtp EIF5A RPS5 
KLHL29 ESD RRBP1 
KRT6A FADD SOD1 
LAMB3 FAM114A2 STIP1 
LDHA FUBP1 TKT 
LGALS1 GARS  
LOC100044627 Gm884  
LOC100503183 GMFG  
LOC676974 GON4L  
MCM5 GPI  
MID1 GSTO1  
Naca HINT1  
NEDD8 HMGB2  
OLR1 HNRNPA2B1  
P4HA1 HNRNPF  
PCBP3 IFIT3  
PLA2G4A IGFN1  





RPL14 LAMA5  
RPS4X LDHA  
RPS8 LGALS1  
SERPINB6 LGALS3  
SH3BGRL LOC100048522  
SYNE1 LOC100293160  
TAGLN2 LOC100503793  
TPD52L2 LOC100504791  
USE1 LOC643751  
UTP11L LOC730144  
YBX1 LOXHD1  
 MIF  
 MSH6  
 MTAP  
 NEDD4  
 NME2  
 NR1H3  
 NSFL1C  
 OTUB1  
 PAFAH1B2  
 PARK7  
 PCBP1  
 PLXNB2  
 PLXND1  
 PPP1CC  
 PRDX1  
 PREP  
 PTMS  
 RARS  
 RBM15  
 RPL23  
 SET  
 SLC7A14  
 TARS  
 THSD1  
 TPT1  
 TXN  
 UAP1L1  
 UTS2  
 VAX2  
 XDH  






Una de las proteínas identificadas como componente de la cubierta de las LDs 
en adipocitos tratados con insulina fue la proteína Rab GDP dissociation inhibitor-2 
(GDI2). Esta proteína, junto a GDI1 que es más abundante en células de sistema 
nervioso, están directamente relacionadas con la actividad de numerosas Rab GTPasas 
ya que, como se ha mencionado en la Introducción, interaccionan con éstas 
impidiendo el intercambio de GDP por GTP y, por tanto, manteniéndo a las GTPasas en 
su estado inactivo (Pfeffer y Aivazian, 2004). Por ello, nos planteamos a continuación 
profundizar en la acción de GDI2 sobre la actividad de Rab18 y su relación con las LDs 
en particular y sobre el metabolismo lipídico en general. En primer lugar, analizamos la 
distribución intracelular de GDI2 mediante microscopía confocal y fraccionamiento 
subcelular combinado con Western Blotting. Así, observamos que GDI2 presentó una 
distribución citosólica en condiciones basales y que, el tratamiento con insulina indujo 
una redistribución de la inmunoseñal de GDI2, mostrándose ésta más concentrada en 
torno a las LDs (Fig. 42A). Por otra parte, los estudios de inmunoblot revelaron que 
esta proteína es esencialmente citosólica (Fig. 42B), por lo que su asociación a la 
superficie de las gotas no parece ser directa. 
 
Figura 42. Análisis de la distribución subcelular de la proteína GDI2 en adipocitos 3T3-L1. (A) 
Imágenes representativas de microscopía confocal de células 3T3-L1 en condiciones basales 
(panel superior) y tras tratamiento con insulina (100 nM, 2 h) (panel inferior). Barra de escala, 
5 μm. (B) Fraccionamiento subcelular. El extracto post-nuclear (PNS) se centrifugó a 200.000 x 
g para separar la fracción cruda de membrana (MB) y la fracción citosólica (CIT). Se utilizaron 
actina y GM130 como controles internos del fraccionamiento.   
 
A continuación, investigamos si variaciones en la cantidad de GDI2 en los 
adipocitos podrían afectar a la localización de Rab18 en torno a las LDs. Para ello, 





sobreexpresaban DsRed-GDI2 y lo comparamos con el que mostraban células 
transfectadas con DsRed (células mock). Tal como se muestra en la Fig. 43A, y de 
manera similar a lo observado en los ensayos similares realizados en este estudio, la 
presencia de la proteína Rab18 endógena en la superficie de las LDs aumentó en 
respuesta a insulina en células mock. Sin embargo, en condiciones de sobreexpresión 
de GDI2, aunque Rab18 aumentó su asociación a las LDs en respuesta a insulina, este 
efecto resultó ser significativamente menor que el inducido en células mock, como se 
muestra en la Fig. 43B. Estos resultados sugieren que GDI2 previene la asociación de 







Figura 43. Efecto de la sobreexpresión de GDI2 en la asociación de Rab18 a las LDs. (A) 
Imágenes representativas de microscopía confocal de adipocitos 3T3-L1 electroporados con 
DsRed-GDI2 e inmunoteñidos frente a Rab18 (azul) y el marcador de gotas PLIN (verde). Barra 
de escala, 5 µm. (B) Coeficiente de colocalización medio que muestran ambas señales 
fluorescentes. a, P < 0,001 vs. mock basal. b, P < 0,001 vs. DsRed-GDI2 basal, c, P < 0,01 vs. 





Puesto que en un estudio previo demostramos que Rab18 modula de forma 
positiva tanto la actividad lipogénica como la lipolítica de adipocitos 3T3-L1 (Pulido et 
al., 2011), a continuación exploramos si GDI2 podría influir en el metabolismo lipídico 
de estas células. En concreto, para evaluar la función de GDI2 en la regulación de la 
lipogénesis, cuantificamos el contenido intracelular de TAGs en células que 
sobreexpresan DsRed-GDI2. Como muestra la Fig. 44A, la sobreexpresión de GDI2 
provocó una disminución de un 28% en los niveles intracelulares de triglicéridos con 
respecto a los valores control. Por otra parte, también analizamos la implicación de 
esta proteína en la regulación de la lipolisis, para lo que se evaluó la cantidad de 
glicerol liberado al medio. En este sentido, la sobreexpresión de GDI2 redujo la 




Figura 44. Efecto de la sobreexpresión de la proteína GDI2 en la actividad lipogénica y lipolítica 
de adipocitos 3T3-L1. Se evaluó (A) el contenido intracelular de triglicéridos (TAG) y (B) la 
cantidad de glicerol liberado al medio en adipocitos 3T3-L1 que sobreexpresaban un vector 
DsRed vacío (mock) o DsRed-GDI2. *P < 0,05 vs. mock.  
 
4.5.2. Inmunoprecipitación 
Los estudios proteómicos aportan una visión general de las proteínas que 
coexisten con Rab18 en la cubierta de las LDs, pero no ofrecen información sobre las 
proteínas que interaccionan físicamente con la GTPasa. Con el fin de identificar estas 
proteínas, llevamos a cabo en primer lugar experimentos de inmunoprecipitación en 
extractos celulares de adipocitos 3T3-L1 electroporados con un vector de expresión 
que codifica cMyc-Rab18, y usando un anticuerpo anti-cMyc. En la Fig. 45  se muestra 





de células electroporadas con el vector mock o con cMyc-Rab18. Así, detectamos la 
presencia de una banda de aproximadamente 145 KDa en extractos de células que 
sobreexpresan Myc-Rab18 que no estaba presente en los extractos de células 
transfectadas con el vector vacío. Mediante cromatografía líquida y MALDI-TOF/TOF 
identificamos esta proteína como la serina/treonina quinasa asociada a microtúbulos 3 
(microtubule associated serin/threonin kinase 3; MAST3). Esta proteína pertenece a la 
familia de proteínas MAST, que comprende otros 5 miembros (MAST1-4 y MAST-like) y 
que  se caracterizan por presentar en su estructura un dominio quinasa y un dominio 
PDZ (postsynaptic density protein-95/discs large/zona occludens-1) (Garland et al., 
2008).  
 
Figura 45: Ensayo de inmunoprecipitación para la identificación de posibles interactores de 
Rab18. Electroforesis de las fracciones IP de células transfectadas con el vector cMyc y con 
cMyc-Rab18 y posterior tinción del gel con Sypro. Se eligieron aquellas bandas que sólo 
aparecían en la fracción IP de células electroporadas para  su identificación mediante 
cromatografía líquida y MALDI-TOF/TOF. 
 
4.5.2.1. Estudios de colocalización de Rab18 y MAST3 en adipocitos 
Analizamos en primer lugar la relación espacial de Rab18 y la proteína MAST3 
mediante microscopía confocal. Para ello, llevamos a cabo la electroporación de 
adipocitos 3T3-L1 con el vector de expresión pRK5-HA-MAST3k que codifica el dominio 
quinasa de esta proteína (aminoácidos 366-581) y, tras 48 h, se realizó una doble 
inmunofluorescencia frente a HA y Rab18. Como se puede observar en la Fig. 46, 
MAST3 se distribuye de forma punteada en torno a las LDs donde, en muchas 






Figura 46. Distribución subcelular del dominio quinasa de MAST3 (HA-MAST3K) en adipocitos 
3T3-L1. Imagen representativa de microscopía confocal de un adipocito 3T3-L1 electroporado 
con el vector pRK5-HA-MAST3K (verde) e inmunoteñido frente a Rab18 (rojo), donde se 
observa la colocalización de ambas señales fluorescentes en regiones cercanas a las LDs. Barra 
de escala, 5 μm. 
 
4.5.2.2. Análisis funcional de la interacción entre Rab18 y MAST3 en adipocitos 
En estudios previos se ha demostrado que MAST3 modula la señalización 
mediada por insulina mediante la regulación de la ruta PI3K/Akt. Concretamente, 
MAST3 inhibe la fosfatasa PTEN que, cuando está activa, inhibe Akt provocando así la 
finalización de la señalización de insulina vía PI3K (Valiente et al., 2005; Ikubo et al., 
2009; Rains y Jain, 2011; Matsuda et al., 2013). Para investigar el significado funcional 
de la interacción de Rab18 con MAST3, analizamos el efecto de la sobreexpresión de 
Rab18 sobre la ruta de señalización de insulina evaluando la proporción de Akt 
fosforilada en relación a la proteína Akt total en respuesta a esta hormona. En la Fig. 
47A se muestra un gel representativo de los niveles de Akt total y de fosforilación de 
Akt en condiciones de sobreexpresión de la GTPasa y en la Fig. 47B se representan los 
valores medios de la intensidad de las bandas correspondientes a Akt fosforilada 
normalizados con respecto a Akt total. Así, en condiciones basales se observó un 
aumento en los niveles de fosforilación de Akt a los 5 min de exposición a insulina, que 
a continuación disminuyeron de forma progresiva a lo largo del tiempo. En cambio, en 
células que sobreexpresan Rab18, en las que no se observaron diferencias en la 
cantidad total de Akt respecto a las células mock, la fosforilación de Akt se mantuvo 
elevada durante los primeros 60 min de tratamiento con insulina, momento a partir 
del cual comenzaron a recuperar los valores basales (Figs. 47A y 47B). A continuación, 
analizamos el efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre la diana de MAST3, PTEN, 
concretamente en su nivel de fosforilación (i.e. inactivación) (Matsuda et al., 2013; 
Barata, 2011). Este análisis mostró que la insulina induce un incremento significativo 
en los niveles de fosforilación de PTEN en células que sobreexpresan Rab18 con 
respecto a las células mock (Fig. 47C). La cuantificación de este efecto reveló que, 





significativo, del nivel de fosforilación de PTEN en células mock, este efecto se hizo 
más patente en células que sobreexpresan Rab18, alcanzando diferencias 
estadísticamente significativas (Fig. 47D). En conjunto, estos datos indican que la 
fosforilación de PTEN y, por consiguiente, la dinámica de fosforilación de Akt, se ven 
alteradas por la variaciones en la cantidad de Rab18 expresada por los adipocitos y 
sugieren que, mediante su interacción con MAST3, la GTPasa puede modular la 
señalización mediada por insulina en este tipo celular. 
 
Figura 47. Efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre la fosforilación de Akt y PTEN en 
adipocitos 3T3-L1. (A) Análisis mediante Western Blotting de los niveles de proteína Akt total y 
de fosforilación de Akt en células 3T3-L1 electroporadas con cMyc-Rab18 o un vector vacío 
(mock) y sometidas a tratamiento con insulina (100 nM) durante 5, 15, 30, 60 ó 120 min. (B) 
Valores medios de DO del ratio de la señal pAkt/Akt. Para obtener una cinética normalizada, 
los valores de DO obtenidos se refirieron al valor del tiempo de 5 min tras la estimulación con 
insulina de las células control. a P < 0,05 vs. mock 0 min, b P < 0,05 vs. cMyc-Rab18 0 min, c P < 
0,05 vs. mock 60 min. (C) Análisis de los niveles de proteína PTEN total y de fosforilación de 
PTEN en células 3T3-L1 electroporadas con cMyc-Rab18 o un vector vacío (mock) y sometidas a 
tratamiento con insulina (100 nM) durante 15 min. (D) Valores medios de DO del ratio de la 
señal pPTEN/PTEN (referidos a los valores basales en células control, 100%).  a P < 0,05 vs. 
mock 0 min, b P < 0,05 vs. cMyc-Rab18 15 min. 
 
4.5.3. Ensayo de Doble Híbrido de Levadura (Y2H)  
Esta aproximación experimental nos ha permitido realizar una búsqueda más 
general de aquellas proteínas que interaccionan con Rab18. Para poder llevarla a cabo, 
se construyó en primer lugar una librería de tejido adiposo subcutáneo de rata sobre la 
que realizar el escrutinio de posibles efectores de Rab18. Tras comprobar que la 
sobreexpresión de Rab18 en levaduras fue eficaz y no resultó tóxica para las células 





Rab18 con la que expresa distintos fragmentos de ADNc de la librería y se llevó a cabo 
la primera selección de clones positivos mediante el crecimiento de éstos en ausencia 
de Leu y Trp y en presencia de X-α-Gal y Aureobasidina (selección de dobles 
transformantes). Posteriormente se procedió al crecimiento de los clones positivos en 
ausencia de Leu, Trp, Ade e His y en presencia de X-α-Gal y Aureobasidina (selección 
de dobles transformantes con capacidad de activación de GAL4). Los clones positivos 
resultantes de esta segunda selección fueron chequeados por PCR para verificar la 
presencia de inserto en los vectores (Fig. 48B). En la Tabla 7 se muestra la lista de 
proteínas identificadas, incluyendo la función descrita para cada una de ellas 
(http://www.genecards.org/). 
 
Figura 48. Análisis de la expresión de Rab18 en la cepa de levaduras Y2H Gold y screening por 
PCR de las colonias de levadura positivas tras el emparejamiento de las cepas. (A) Extractos 
proteicos de levaduras transformadas con el vector pGBKT7-Rab18 y el vector control pGBKT7 
analizados por Western Blotting para cMyc. El inmunomarcaje de la membrana de 
nitrocelulosa con anti-cMyc reveló una banda en los extractos de levaduras transformadas con 
pGBKT7-Rab18 y no en el control. El peso correspondiente a esta banda es de 
aproximadamente 40 KDa, lo que equivale a la suma de los pesos teóricos de Rab18 y el 
dominio de unión al ADN de GAL4, clonado en el vector pGBKT7 en la misma fase de lectura de 
Rab18. (B) Las colonias que crecieron en medio QDO/X/A se picaron y se procesaron para la 
amplificación del cDNA de la librería clonado en la cepa Y187. La electroforesis de las mezclas 
de PCR resultantes demostró la presencia de secuencias de cDNA de diferentes tamaños (500-
3500 pb) que corresponden a genes que codifican proteínas que presumiblemente pueden 












Tabla 7. Proteínas identificadas mediante Y2H como posibles interactores de Rab18. 
PROTEÍNA ACRÓNIMO NÚMERO DE ACCESO FUNCIÓN 
Regulator of G protein 
signalling 6 
RGS6 - 
Incrementa la actividad GTPasa de la subunidad alfa de 
proteínas G llevándolas a su estado inactivo 
GTPase activating 
protein testicular GAP1 
tGAP1 NP_001007636.2 






Fosfatasa de ácido fosfatídico que cataliza la desfosforilación 
de 1,2-diacilglicerol 3-fosfato 
 




Cataliza la conversion reversible de  3-fosfohidroxipiruvato a 






Receptor de inositol 1,4,5-trisfosfato, Segundo mensajero en 
la liberación de calcio intracelular regulada por AMPc 




CREM NP_059030.2 Regulador transcripcional 
Tensin 3 TNS3 NP_001163930.1 
Remodelado de actina 
 
Centriolin CNTRL - 
Progresión del ciclo celular y citocinesis. En los últimos pasos 
de la citocinesis, ancla el complejo del exocisto y las SNAREs 
Palmitoyltransferase ZDHHC11 NP_001034431.2 Perteneciente a la familia de palmitoil transferasas DHHC. 
Ankyrin repeat 
domain-containing 
protein 11 isoform 2 
ANKRD11 - 





Participa en la degradación de proteínas por el proteasoma. 




NECAP-1 XP_006234732.1  
WD repeat domain 
containing protein 75 
WDR75 - Plataforma para el ensamblaje de complejos proteicos 
Membrane protein 
FAM17413-like 
- -  
Netrin receptor UNC5D 
precursor 












like anchor protein 
LRBA NP_001102025.1 
Acoplamiento de transducción de señales y tráfico vesicular 
para permitir la secreción polarizada y/o la deposición en 
membrana de moléculas efectoras inmunes. 
A disintegrin and 
metalloprotease with 
thrombospondin…….. 




Restricción retroviral. Funciona como una E3-ubquitina ligasa 




Actúa como una ubiquitina ligasa (E3) en la ubiquitinación de 



















LOC101060301 -  
Riboflavin kinase-like RFK-like XP_006234721.1 
Fosforilación de riboflavina para formar flavin-
mononucleótido (FMN), enzima limitante de la síntesis de 
FAD. 
Esencial para la producción de ROS inducida por TNF 
 
Entre las proteínas identificadas, cabe destacar tGAP1, proteína reguladora de 
la actividad de GTPasas que se ha propuesto que acelera la hidrólisis de GTP a GDP 
para la inactivación de estas proteínas (Modarressi et al., 2004), la palmitoiltransferasa 
ZDHHC11, capaz de anclar otras proteínas a membrana mediante adición de grupos 
lipídicos (Korycka et al., 2012), LPPR3, una fosfatasa que desfosforila diversos 
intermediarios de la síntesis de lípidos (Bräuer et al., 2003) y LRBA, que participa en 
procesos de fusión de membranas intracelulares  gracias a su unión a fosfátidos de 
inositol (Wang et al., 2004). De todas estas proteínas elegimos LPPR3 y LRBA para 
profundizar en su relación con Rab18 en el contexto del metabolismo lipídico y del 
tráfico intracelular de membranas. 
 
4.5.3.1. LPPR3 
LPPR3 es una enzima encargada de catalizar el paso de DAG3P a DAG, que sirve 
como sustrato tanto para la síntesis de TAG por parte de DGAT2 como para la síntesis 
de novo de fosfolípidos mediante la ruta de Kennedy (síntesis de PC y PE) (ver 
Introducción para más detalle). Para confirmar la interacción de Rab18 con LPPR3, 
primero llevamos a cabo estudios de inmunocitoquímica y microscopía confocal sobre 
adipocitos 3T3-L1 transfectados con el vector de expresión GFP-LPPR3. Como se 
muestra en la Fig. 49A, la señal de GFP-LPPR3 se localizó preferentemente en torno a 
las LDs, colocalizando en puntos concretos con la señal de Rab18. También realizamos 
un ensayo de inmunoprecipitación para confirmar la interacción de LPPR3 con Rab18, 
para lo que co-transfectamos células HEK293 con los vectores de expresión cMyc-
Rab18 y GFP-LPPR3. Los extractos celulares se pasaron por una columna que contenía 
anticuerpo anti-cMyc y la elución se cargó en un gel de electroforesis. En la Fig. 49B se 
muestra la inmunotinción de las membranas para cMyc-Rab18 y GFP-LPPR3, en la que 
se observa la presencia de ambas proteínas en la fracción del inmunoprecipitado, lo 






Figura 49. Confirmación de la interacción entre Rab18 y LPPR3. (A) Imagen representativa de 
microscopía confocal de un adipocito 3T3-L1 electroporado con el vector GFP-LPPR3 e 
inmunoteñido para Rab18. (B) Inmunoblots de extractos de células HEK293T transfectados con 
cMyc (C) o cotransfectadas con cMyc-Rab18 y GFP-LPPR3 (T) e inmunoteñidas para cMyc y 
GFP. 
 
Como se ha mencionado anteriormente, se ha demostrado que LPPR3 participa 
en la síntesis de TAGs proporcionando el sustrato para que DGAT2 catalice la 
conversión de DAGs a TAGs (Harris et al., 2011), por lo que, a continuación, nos 
propusimos evaluar la distribución intracelular de LPPR3 con respecto a DGAT2 y 
Rab18. En la Fig. 50 se muestra un adipocito 3T3-L1 co-transfectado con FLAG-DGAT2 y 
GFP-LPPR3 e inmunoteñido para Rab18, donde se puede observar que, a menudo, 
LPPR3 coincide con las señales de DGAT2 y Rab18 en regiones concretas próximas a la 
superficie de las LDs. El conjunto de estos datos sugiere que LPPR3 podría formar parte 
de la plataforma proteica responsable formación de TAGs localizada en zonas 







Figura 50. Colocalización de Rab18, LPPR3 y DGAT2 en adipocitos 3T3-L1. Imágenes 
representativas de microscopía confocal sobre células 3T3-L1 co-electroporadas con los 
vectores GFP-LPPR3 y FLAG-DGAT2 e inmunoteñidas frente a Rab18. Barra de escala, 5 µm.  
 
4.5.3.2. LRBA 
LRBA es una proteína perteneciente a la familia WDW, caracterizada por poseer 
un dominio conservado, WDL-BEACH-WD40, en su extremo C-terminal (Wang et al., 
2001). Este dominio le proporciona la capacidad de unirse, además de a otras 
proteínas, a fosfolípidos de inositol y a la proteína quinasa A (PKA). Para analizar la 
posible interacción entre Rab18 y LRBA, llevamos a cabo ensayos inmunocitoquímicos 
y microscopía confocal sobre adipocitos 3T3-L1 transfectados con el vector de 
expresión GFP-LRBA. Como puede observarse en la Fig. 51, que muestra una célula 
representativa, el inmunomarcaje de LRBA se extendió por todo el citosol 
concentrándose en algunos puntos de la membrana plasmática y las LDs. De esta 
forma, la coincidencia espacial de las señales de Rab18 y LRBA se limitó a regiones 
próximas a la superficie de las LDs. 
 
 
Figura 51. Distribución subcelular de LRBA. Imagen representativa de microscopía confocal de 
un adipocito 3T3-L1 electroporado con el vector GFP-LRBA e inmunoteñido para Rab18. Se 
muestran amplificaciones de la región incluida en el recuadro blanco en la imagen de la 







4.6. Rab18 en obesidad  
4.6.1. Efecto de TNFα sobre la asociación de Rab18 a la superficie de las 
LDs 
La acumulación de lípidos en los adipocitos que ocurre en obesidad está 
asociada a la liberación, por parte de éstos y por los macrófagos que infiltran el tejido 
adiposo en estas condiciones, de citoquinas proinflamatorias, entre las que destaca 
TNFα (Malagón et al., 2013). En esta línea decidimos analizar el efecto de un ambiente 
proinflamatorio sobre la relación de Rab18 y las LDs, para lo que se trataron adipocitos 
3T3-L1 con TNFα (20 ng/ml) durante 8 ó 24 h. Como se muestra en la Fig. 52A (paneles 
superiores), tras 8 h en condiciones basales se observó una distribución preferente de 
Rab18 en asociación a la superficie de las LDs, en general superior a la observada en 
los tiempos más cortos que se han analizado en este trabajo. Estos resultados pueden 
explicarse debido a la ausencia de suero durante el tiempo de tratamiento, lo que, 
como se mostró en apartados anteriores (ver apartado 4.1), induce un mayor 
reclutamiento de esta GTPasa hacia la superficie de las LDs. De esta forma, las 
condiciones control del estudio parten de una situación en la que está estimulada la 
presencia de Rab18 en la superficie de las LDs, efecto que es mucho más visible en los 
ensayos realizados a 24 h. Como se puede observar en las imágenes de la Fig. 52A 
(paneles inferiores), tras 8 h de tratamiento con TNFα la distribución de Rab18 se hizo 
más reticular disminuyendo su asociación con las LDs, lo que se vio reflejado en el 
índice de colocalización entre ambas proteínas (Fig. 52C). El tratamiento de 24 h con 
TNFα provocó un desplazamiento de Rab18 de la superficie de las LDs mucho más 
pronunciado, mostrando una disminución estadísticamente significativa con respecto a 
la situación control a igualdad de tiempo (Fig. 52B). Las Fig. 52C y 52D representan los 
valores medios del índice de colocalización entre Rab18 y PLIN tras 8 y 24 h de 







Figura 52. Localización intracelular de Rab18 en adipocitos 3T3-L1 expuestos a TNFα. Imágenes 
representativas de adipocitos 3T3-L1 co-inmunoteñidos para Rab18 y PLIN en condiciones 
basales (paneles superiores) y tras la exposición durante 8 h (A) ó 24 h (B) a TNFα (paneles 
inferiores) y cuantificación del grado de colocalización (C y D). Barra de escala, 5 μm. *,P < 0 






Para investigar si el efecto observado a nivel morfológico podría ser debido a 
una disminución en la expresión de Rab18 inducida por el tratamiento con TNFα, 
analizamos los niveles proteicos de esta GTPasa en adipocitos 3T3-L1 tratados con esta 
citoquina durante 24 h. Como se muestra en la Fig. 53, y a diferencia de lo observado a 
nivel de imagen, TNFα no modificó los niveles intracelulares de Rab18. 
 
Figura 53. Efecto de un ambiente proinflamatorio en la expresión de Rab18  en adipocitos 3T3-
L1. Se cuantificó el contenido proteico de Rab18 en adipocitos tratados durante 24 h con 
TNFα. Los niveles de expresión en ambas condiciones se refirieron a β-actina. 
 
El conjunto de estos resultados sugiere que TNFα no afecta a la expresión de 


















































Las gotas lipídicas han sido consideradas durante mucho tiempo como simples 
almacenes de energía. Sin embargo, cada vez hay más estudios que apoyan 
firmemente la idea de que estos orgánulos constituyen estructuras altamente 
dinámicas y complejas, que intervienen en numerosos procesos celulares y, en el caso 
de las células especializadas en la reserva de energía, los adipocitos, cumplen 
funciones fundamentales en la regulación del metabolismo lipídico corporal (Reue, 
2011). Muchos de los trabajos encaminados a establecer la naturaleza dinámica de 
estos orgánulos se han centrado en el análisis de la composición proteica de la 
cubierta de las LDs (Brasaemle et al., 2004; Ding et al., 2012). En concreto, diferentes 
estudios proteómicos han demostrado una gran diversidad de componentes en la 
superficie de las LDs capaces de reorganizarse en función de las condiciones 
metabólicas de las células. En 2004 se publicó el primer trabajo en el que se describían 
las modificaciones que sufre la cubierta proteica de las LDs de adipocitos 3T3-L1 en 
respuesta a estímulos lipolíticos (Brasaemle et al., 2004). Esta aproximación 
experimental reveló que la estimulación de la lipolisis, además de incrementar la 
cantidad de proteínas que ya se encontraban asociadas a la superficie de las LDs en 
condiciones basales, provocaba el reclutamiento de nuevas proteínas tales como 
ADRP, caveolina-1 o algunos miembros de la familia de Rab GTPasas. De igual forma, el 
ensayo proteómico realizado en este estudio tras la estimulación lipogénica mediante 
el tratamiento de los adipocitos con insulina nos ha permitido corroborar que también 
ocurre un importante remodelado proteico en la superficie de las LDs en respuesta a 
este estímulo, lo que pone de manifiesto la importancia de las proteínas asociadas a 
estos orgánulos como mediadores en la traducción de las acciones de la insulina sobre 
los adipocitos. Aunque no se puede descartar que algunas de las proteínas detectadas, 
en condiciones basales o en respuesta a insulina, puedan corresponder a artefactos 
generados durante el proceso de extracción de las LDs (i.e., por rotura de las LDs y 
captura de proteínas hidrofóbicas por los lípidos neutros que quedan expuestos), 
coinciden con el patrón general de grupos de proteínas identificadas en estudios 
proteómicos previos (Tabla 6). En particular, detectamos la presencia de chaperonas y 
componentes de la maquinaria celular de degradación de proteínas asociadas a las 
LDs, especialmente en células tratadas con insulina. Se ha propuesto que, además de 
servir como almacén de proteínas propias de otros compartimentos para su posterior 
uso en éstos, las LDs constituyen sitios de acumulación de proteínas mal plegadas, 
cuyas secuencias hidrofóbicas podrían quedar protegidas mediante su unión a áreas 
hidrofóbicas expuestas del núcleo de las gotas (Welte, 2007). En éstas, las proteínas 
mal plegadas podrían ser replegadas mediante la acción de las chaperonas asociadas a 





subunidades del proteasoma que están asociadas a estos orgánulos (nuestro estudio; 
revisado en Welte, 2007). Alternativamente, se ha propuesto que las LDs pueden servir 
como sitios de tránsito para la distribución de ciertas proteínas a sus lugares de 
destino, en concreto, a otros orgánulos con los que las LDs establecen contactos 
directos, como el RE, las mitocondrias o los peroxisomas (Welte, 2007). En este 
escenario, y como hemos observado en nuestros estudios de videomicroscopía y de 
microscopía confocal (ver más adelante), es posible que al menos algunas de las 
proteínas detectadas en las LDs de células expuestas a insulina puedan cumplir una 
función en la interacción que se establece entre estos orgánulos y las mitocondrias y 
los peroxisomas en respuesta a esta hormona. 
Por otra parte, también observamos cambios en la respuesta a insulina en 
relación a componentes del citoesqueleto (i.e., tubulina, vinculina, filamina) y de 
proteínas de tráfico intracelular (i.e., proteínas SNARE y Rabs) asociados a las LDs, lo 
que confirma, una vez más, la naturaleza dinámica de estos orgánulos. Entre el último 
grupo de proteínas citadas, hasta el momento se han identificado 19 miembros de la 
familia Rab asociados a la superficie de las LDs (Brasaemle et al., 2008; Zehmer et al., 
2009; revisado en Hodges et al., 2010; Ding et al., 2012) y todos los ensayos 
proteómicos sobre LDs de diversos tipos celulares realizados hasta el momento han 
identificado a Rab18 como un componente abundante de la cubierta de estos 
orgánulos (revisado en Hodges et al., 2010). Los primeros estudios de Rab18 en 
relación con las LDs fueron llevados a cabo en 2005 por dos grupos de investigación 
independientes (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). Estos fueron los primeros en 
describir el incremento en la asociación de Rab18 en las LDs, especialmente en 
condiciones de sobreexpresión de esta GTPasa (Ozeki et al., 2005) o tras la 
estimulación de la lipolisis a través de receptores β-adrenérgicos inducida por 
isoproterenol (Martin et al., 2005). Estos resultados llevaron a los autores a relacionar 
Rab18 con la regulación del metabolismo lipídico (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 
2005). Por otra parte, se observó que la sobreexpresión de Rab18 provocaba un 
aumento en la cantidad de membrana de RE que rodea a las LDs (Ozeki et al., 2005), lo 
que, junto a nuestros descubrimientos de que la sobreexpresión de Rab18 también 
aumentaba la actividad lipolítica de adipocitos 3T3-L1 apoyaba la propuesta de que 
esta GTPasa podría estar implicada en la movilización de los lípidos almacenados en las 
LDs (Pulido et al., 2011). Los resultados obtenidos en este estudio amplían estas 
observaciones mostrando que condiciones de deficiencia energética en las que es 
necesaria una mayor movilización de lípidos, como sucede en condiciones de 





momento al respecto, el estímulo que promueve un mayor reclutamiento de Rab18 a 
la cubierta de las LDs. Estos resultados, que apoyan las observaciones previas en 
relación a la actividad lipolítica de los adipocitos, permiten sugerir una relación entre la 
función de Rab18 y la activación de la lipolisis característica del estado de ayuno, por lo 
que parece razonable proponer que esta GTPasa forma parte de la maquinaria celular 
responsable de la activación y/o mantenimiento de la lipolisis en condiciones de 
restricción calórica. En apoyo de esta propuesta, estudios de expresión en tejido 
adiposo subcutáneo y visceral de ratones sometidos a ayuno durante distintos 
periodos de tiempo (8, 24 y 48 h) han puesto de manifiesto que estas condiciones 
inducen un significativo y mantenido incremento en los niveles de ARNm y proteína 
Rab18 en ambos depósitos grasos (Pulido et al., 2012). 
Además del papel propuesto para Rab18 como mediador en la respuesta 
lipolítica, estudios recientes realizados en nuestro laboratorio han permitido 
demostrar que Rab18 también está involucrada en la lipogénesis inducida por insulina 
(Pulido et al., 2011). Así, esta hormona promueve, por una parte, la asociación de 
Rab18 a las LDs y, por otra, la interacción de las LDs cargadas con esta GTPasa con las 
membranas del RE (Pulido et al., 2011). Estos estudios, junto con los resultados 
observados con isoproterenol, nos llevaron a proponer un papel dual de Rab18 en el 
metabolismo de las LDs como regulador tanto de procesos lipogénicos como lipolíticos 
(Pulido et al., 2011), probablemente mediando el acercamiento de las LDs al RE y 
facilitando así el tráfico bidireccional de lípidos entre ambos orgánulos (Pulido et al., 
2011). Los resultados obtenidos en este estudio son los primeros en mostrar la 
dinámica de las LDs con respecto al RE y su interacción con éste en tiempo real. Así, 
mediante técnicas de videomicroscopía, hemos determinado el marco temporal en el 
que transcurre esta interacción, que sucede en cuestión de minutos tras la 
administración de insulina. Además, hemos observado que tanto estímulos lipogénicos 
como lipolíticos aumentan la colocalización de las Rab18-LDs con subdominios del RE 
enriquecidos en la enzima lipogénica DGAT2, encargada de catalizar el último paso de 
la síntesis de TAGs (Guidda et al., 2011), lo que relaciona a Rab18 con zonas del RE 
especializadas en lipogénesis. De hecho, se ha propuesto que DGAT2, junto con la 
enzima FATP1/acil-CoA sintetasa, forma un complejo que actúa en la interfase RE-LD y 
permite el acoplamiento físico y funcional entre la síntesis de TAGs y su deposición en 
las LDs (Xu et al., 2012). Curiosamente, un trabajo muy reciente sobre infección con el 
virus del Dengue, que requiere de la participación del RE y las LDs para su replicación, 
ha demostrado que la localización en estos orgánulos de la enzima lipogénica FAS 





virus, es dependiente de Rab18 (Tang et al., 2014), lo que refuerza la idea de la 
implicación de esta GTPasa en los procesos de lipogénesis. 
El acercamiento observado de las Rab18-LDs a dominios del RE especializados 
en síntesis de TAGs, que parece razonable en respuesta a estímulos lipogénicos, 
resulta ciertamente paradójico en el caso de tratamientos con isoproterenol. Sin 
embargo, cada vez más evidencias sostienen que parte de los ácidos grasos liberados 
durante la respuesta lipolítica son reesterificados de nuevo de forma paralela a la 
lipolisis con el fin de evitar el exceso de ácidos grasos libres generados en este proceso, 
que podrían llegar a ser tóxicos para las células (Paar et al., 2012; Ariotti et al., 2012; 
Brasaemle et al., 2004). Concretamente, la reesterificación de ácidos grasos incluye la 
formación de nuevas LDs, denominadas microLDs (mLDs), a partir de los ácidos grasos 
liberados en respuesta a la estimulación lipolítica (Paar et al., 2012). Mas aún, estudios 
de tomografía electrónica han puesto de manifiesto que las mLDs están en íntima 
aposición a las membranas del RE (Ariotti et al., 2012). Teniendo en cuenta estas 
observaciones, la unión de Rab18 a áreas de las LDs asociadas a regiones 
especializadas en la síntesis de TAGs (i.e., enriquecidas en DGAT2) apoya la existencia 
de una relación funcional entre esta GTPasa y los procesos lipogénicos que suceden en 
el RE. En línea con esta idea están nuestros resultados de Y2H sobre la identificación 
de la proteína LPPR3 como posible interactor de Rab18. De forma específica, LPPR3 es 
una fosfatasa que participa en un punto clave del metabolismo lipídico, ya que cataliza 
la formación de DAG, que constituye el sustrato tanto para la síntesis de novo de 
lípidos como para la síntesis de los fosfolípidos mayoritarios de las LDs, PC y PE, a 
través de la ruta de Kennedy (Bräuer et al., 2003). La confirmación de la interacción 
entre Rab18 y la fosfatasa LPPR3 mediante inmunoprecipitación refuerza nuestra 
hipótesis sobre la relación de esta GTPasa con la maquinaria de síntesis lipídica. 
Concretamente, nuestros datos sugieren que Rab18 podría intervenir, quizás 
facilitando el reclutamiento de LPPR3, en la formación de DAG, proporcionando así el 
sustrato para DGAT2 y, con ello, la síntesis de TAGs. En apoyo de esta idea están 
nuestros estudios previos que demuestran que la sobreexpresión de Rab18 en células 
3T3-L1 incrementa de forma significativa la acumulación de TAGs en estas células 
(Pulido et al., 2011). 
Además, nuestros resultados de doble inmunocitoquímica y microscopía 
confocal mostraron que Rab18 presenta cierta preferencia de asociación por las LDs de 
menor tamaño [entre 0,5 y 0,8 μm2, compatibles en tamaño con las mLDs (0,2-0,8 
μm2)]. En este sentido, cabe destacar el creciente número de evidencias 





heterogeneidad no sólo se refiere a las proteínas o al tipo de lípidos que forman parte 
integral de las gotas (Digel et al., 2010; Ducharme y Bickel, 2008), sino también a la 
capacidad de respuesta que éstas presentan frente a estímulos lipogénicos y lipolíticos 
(Wilfling et al., 2013). Así, se ha propuesto que los adipocitos contienen dos subtipos 
de LDs: unas de mayor tamaño que poseen capacidad autónoma de crecimiento por 
adición de TAGs sintetizados localmente gracias a la presencia en su superficie de la 
maquinaria enzimática requerida para la síntesis de TAGs, y otras que permanecen 
pequeñas tras su formación inicial ya que no poseen la capacidad autónoma de 
producción de TAGs al carecer de las enzimas necesarias para dicho proceso (Wilfling 
et al., 2013; Cheng et al., 2009). Por otra parte, se ha demostrado que las LDs de 
menor tamaño son las primeras que se ven afectadas en respuesta a estímulos 
lipolíticos (Paar et al., 2012). Como resultado de la lipolisis, se generan ácidos grasos 
para su liberación al exterior. Se ha propuesto que los ácidos grasos son liberados al 
RE, para lo que, sería necesario el contacto LD-RE (Goodman, 2008; Zehmer et al., 
2009). Esto, junto con nuestros datos sobre la estrecha relación espacial de las Rab18-
LDs con membranas de RE enriquecidas en enzimas lipogénicas en respuesta a 
isoproterenol y la interacción de Rab18 con LPPR3, sugieren que esta GTPasa podría 
interaccionar con LDs que presentan unas características morfofuncionales 
determinadas. En concreto, Rab18 podría asociarse preferentemente a aquellas gotas, 
pequeñas, que no presentan autonomía en cuanto a la síntesis de TAGs para servir de 
plataforma sobre la que se organice la maquinaria enzimática responsable de este 
proceso. 
 
Interacción de Rab18-LDs con el citoesqueleto e incorporación de la 
GTPasa a las LDs 
Uno de los objetivos específicos que persiguió este trabajo fue esclarecer la 
función específica de Rab18 en el transporte dirigido de las LDs en respuesta a 
estímulos lipogénicos y lipolíticos. En este contexto, se ha propuesto que las proteínas 
Rab actúan como intermediarios en la interacción entre las proteínas motoras 
asociadas a las distintas redes del citoesqueleto celular y el cargo (i.e., vesícula u 
orgánulo), lo que en última instancia determina la dirección de movimiento de éste a 
lo largo de los filamentos de actina o los haces de microtúbulos (Hammer y Wu, 2002; 
Yoshida et al., 2011). Por otra parte, numerosos estudios han demostrado que existe 
una relación fundamental de las LDs con el citoesqueleto y las proteínas motoras 





nuestros estudios proteómicos sobre LDs de células 3T3-L1 permitieron descubrir que, 
en respuesta a insulina, se produce una reorganización importante de los 
componentes del citoesqueleto asociados a la superficie de las LDs, lo que está en 
consonancia con la importancia del citoesqueleto en la dinámica de estos orgánulos. 
Por ejemplo, se ha demostrado que la reorganización de la red de actina desde fibras 
de estrés a actina cortical que ocurre a lo largo del proceso de adipogénesis es 
necesaria para que este proceso transcurra adecuadamente (Yang et al., 2013). No 
obstante, en nuestro estudio, que se centró en células diferenciadas que presentan 
fundamentalmente actina cortical, no encontramos coincidencia espacial de las Rab18-
LDs con el córtex de actina ni efecto alguno de la desorganización de éste sobre la 
asociación de la GTPasa a las gotas. Por tanto, no parece probable que la red de actina 
esté implicada en la dinámica de las LDs que contienen Rab18 y/o que esta GTPasa 
traduzca su acción sobre las LDs a las que se asocia mediante su interacción con las 
proteínas motoras asociadas a los filamentos de actina.  
Por otra parte, se ha propuesto que la red de microtúbulos es esencial para la 
biogénesis y el crecimiento de las LDs. Además, media el movimiento de las LDs, 
aunque, son sólo las LDs pequeñas las que exhiben grandes movimientos direccionales 
dentro de la célula, mientras que la gran LD característica de los adipocitos ocupa la 
mayor parte del citosol por lo que presenta una movilidad muy limitada dentro de la 
célula (Welte et al., 2009; Reue et al., 2011). En línea con esto, nuestros estudios de 
-tubulina en adipocitos 3T3-L1 que, como 
hemos mostrado, contienen LDs de distintos tamaños, revelaron que la red de 
microtúbulos mantiene una relación estrecha con las Rab18-LDs, encontrando a 
menudo haces de microtúbulos rodeando a la superficie de estos orgánulos decorada 
con Rab18. En este sentido, muchos miembros de la familia de proteínas Rab 
dependen de la red de microtúbulos para su asociación a las membrana diana 
(revisado en Horgan et al., 2011). De hecho, estudios de nuestro laboratorio han 
mostrado que la despolimerización de la red de microtúbulos con nocodazol previene 
la unión de Rab18 a la superficie de los gránulos de secreción, a los que esta GTPasa se 
asocia en células neuroendocrinas (Vázquez-Martínez et al., 2007; y datos no 
publicados). Sin embargo, en nuestro estudio el tratamiento de adipocitos 3T3-L1 con 
nocodazol no afectó la capacidad de asociación de Rab18 a las LDs, que fue reclutada 
igualmente en respuesta a estímulos tanto lipogénicos como lipolíticos, ni alteró el 
tamaño de las gotas. De acuerdo con estos resultados, Murphy y colaboradores han 
demostrado que, en este mismo tipo celular, el nocodazol no afecta ni la morfología ni 





2009).  El conjunto de estos resultados sugiere que la relación de Rab18 con las LDs no 
requiere de la presencia de una red de microtúbulos íntegra. Sin embargo, el 
tratamiento de los adipocitos con la droga BFA sí afectó a la presencia de Rab18 en la 
superficie de las LDs, lo que sugiere que la integridad del sistema RE-Golgi, que es el 
que se ve afectado por BFA (Lippincott-Schwartz, 1993) es indispensable para que la 
GTPasa alcance su destino. Varios trabajos han descrito la presencia en las LDs de 
proteínas Rab que participan en el tráfico intracelular de vesículas entre el RE y el 
aparato de Golgi, como es el caso de Rab1 (Sacher et al., 2008), lo que ha llevado a 
proponer que parte de las proteínas de la cubierta de las LDs podrían alcanzar éstas vía 
tráfico vesicular desde el aparato de Golgi (Beller et al., 2008; Soni et al., 2009). En 
concreto, se ha propuesto que el transporte de ATGL y ADRP a las LDs ocurre a través 
de un tráfico vesicular dependiente de COPI y la GTPasa de las membranas del aparato 
de Golgi, Arf1 (Beller et al., 2008; Soni et al., 2009). Sin embargo, este tráfico vesicular 
es dependiente de microtúbulos (Murshid y Presley, 2004), por lo que no explicaría 
cómo ocurre el transporte de Rab18 hacia LDs, proceso que, como hemos observado 
en este estudio, ocurre incluso con la red celular de microtúbulos despolimerizada 
mediante el uso de nocodazol.  
Alternativamente, otros trabajos han propuesto la existencia de una 
segregación lateral directa de ciertas proteínas desde las membranas del RE hacia la 
monocapa de fosfolípidos de las LDs, proceso que es independiente del tráfico 
vesicular basado en microtúbulos (Pol et al., 2014). Así, ensayos de fluorescence 
recovery after photobleaching (FRAP) y fluorescence loss in photobleaching (FLIP) han 
permitido demostrar que proteínas clave en el metabolismo lipídico, como GPAT4, 
AGPAT3, PAP o DGAT2, pueden difundir lateralmente desde las membranas de RE 
hacia las LDs de nueva formación (Kuerschner et al., 2008; Stone et al., 2009; Wang et 
al., 2011; Wilfling et al., 2013). Este mecanismo de asociación a las LDs es común 
también en levaduras, en las que se ha sugerido que las LDs presentan puentes 
membranosos que las comunican con el RE (Szymanski et al., 2007; Jacquier et al., 
2011; Wolinski et al., 2011). Así, proteínas como Erg6 (implicada en la ruta de 
biosíntesis de ergosterol) o Dga1 (correspondiente a DGAT2) podrían difundir 
reversiblemente entre el RE y las LDs en función de las condiciones metabólicas de 
estas células (Jacquier et al., 2011). Así pues, aunque hasta la fecha no existen datos 
experimentales sobre el efecto de BFA en la incorporación de proteínas a la cubierta 
de las gotas mediante difusión lateral desde las membranas del RE, sería razonable 
proponer que la desestabilización del RE provocada por esta droga podría alterar este 





lipogénicos o lipolíticos. En este sentido, un trabajo muy reciente propone la idea de 
que, además de participar en la gemación de vesículas, Arf1/COPI podría regular el 
establecimiento de puentes entre el RE y las LDs, controlando así el tráfico de 
proteínas como ATGL o DGAT2 desde el RE hasta las gotas (Wilfling et al., 2014). Estos 
resultados, junto con nuestras observaciones en adipocitos 3T3-L1 tratados con BFA 
permiten sugerir que, al igual que las enzimas mencionadas, Rab18 podría ser 
transferida desde el RE a las LDs. Curiosamente, estudios en fibroblastos embrionarios 
de ratón (MEFs) han demostrado que las proteínas Rab que contienen el motivo 
COOH-terminal de prenilación CAAX, incluida Rab18, requieren de su paso por el RE 
para su activación y transferencia a membrana (Leung et al., 2007; Gerondopoulos et 
al., 2014), por lo que es posible que este proceso, caso de que ocurriera también en 
adipocitos, esté también alterado en células expuestas a BFA.  
Es interesante resaltar que uno de los trabajos citados, publicado por el grupo 
del Dr. Barr (Gerondopoulos et al., 2014), propone que Rab18 es importante para el 
mantenimiento de la estructura del RE, ya que la depleción de esta proteína o de la 
proteína Rab3GAP, que identifican en este trabajo como una GEF de Rab18, provoca la 
disrupción de la red tubular del RE, concretamente induce la expansión de las cisternas 
del RE hacia la periferia celular. Estos autores suponen que los efectores de Rab18 
podrían actuar regulando el tethering y fusión de los túbulos del RE o, 
alternativamente, inhibir la expansión de este orgánulo (Gerondopoulos et al., 2014). 
Como se ha mencionado en párrafos anteriores, en estudios previos demostramos que 
el silenciamiento de Rab18 en adipocitos 3T3-L1 diferenciados provocaba una 
disminución de la actividad lipogénica de estas células (Pulido et al., 2011). No 
realizamos estudios estructurales en las células silenciadas pero, teniendo en cuenta 
los resultados de Gerondopoulos y colaboradores, cabría la posibilidad de que la 
disminución de la lipogénesis en células silenciadas pudiera deberse, al menos en 
parte, a una alteración en el RE provocada por la carencia de una concentración 
adecuada de Rab18 y/o de sus efectores. En este contexto, y teniendo en cuenta la 
posible función de Rab18 como factor de reclutamiento de LPPR3/DGAT2 para 
organizar plataformas de síntesis lipídica, su presencia en puntos de contacto LD-RE 
podría ser relevante para la organización estructural de áreas concretas del RE. No 
obstante, nos parece altamente improbable que Rab18 pudiera tener una función 
específica en el mantenimiento de la estructura global y/o la expansión del RE en 
adipocitos, en los que Rab18 está asociada a las LDs y aunque cercana, no parece 
unirse de forma extensiva a las membranas del RE (notablemente, en células 3T3-L1 en 





anticuerpos contra calnexina o PDI). De hecho, es importante resaltar que los estudios 
de Gerondopoulos y colaboradores se realizaron en células COS7 y células Hela, que 
son claramente diferentes a los adipocitos, y en las que Rab18 se localiza asociado al 
RE. Más aún, el tratamiento de estas células con oleato provocó la formación de LDs 
pero, sorprendentemente, éstas no se marcaban con proteína Rab18 exógena 
fusionada con el reportero mCherry. Por el contrario, en estas células, Rab18 se 
asociaba a las cisternas tubulares de RE cercanas a las LDs formadas en respuesta a 
oleato. En este contexto, la localización de Rab18 es altamente dependiente del tipo 
celular, lo que también determina su función específica en cada tipo de célula, que 
varía desde la regulación de la homeostasis de las LDs (adipocitos) hasta la regulación 
del tráfico de gránulos de secreción (células neuroendocrinas) (Vázquez-Martínez et 
al., 2007) o entre RE y aparato de Golgi (células de tipo epitelial, Vero y NRK) (Dejgaard 
et al., 2008). Estas diferencias deben estar relacionadas, a su vez, con las proteínas 
reguladoras y efectoras que se asocian con Rab18 y que, en último término, traducen 
su acción. Como se ha mencionado en párrafos anteriores, Rab18 depende de su 
interacción con la red de microtúbulos para asociarse a los gránulos de secreción en 
células de feocromocitoma PC12 y, de hecho, estudios de FRET nos han permitido 
demostrar la unión directa de Rab18 con los componentes del complejo motor 
asociados a microtúbulos, dineína y Huntingtina, en estas células (datos no 
publicados), mientras que esta interacción con el citoesqueleto (ni su vinculación con 
vesículas secretoras) no parece evidente en adipocitos. 
En conjunto, los resultados obtenidos sobre Rab18-LDs y RE, junto con los 
publicados anteriormente, confirman y extienden la importancia de la interacción 
entre los dos componentes celulares, LDs y RE, en particular mediada por Rab18, en la 
regulación del metabolismo lipídico de los adipocitos. 
 
Interacción de las Rab18-LDs con mitocondrias y peroxisomas 
El RE no es el único orgánulo que establece asociación con las LDs. Ya en los 
estudios de microscopía electrónica de Novikoff y colaboradores realizados en 1980 
sobre adipocitos 3T3-L1 se demostró que otros orgánulos celulares relacionados con el 
metabolismo lipídico, como las mitocondrias y los peroxisomas, mantienen contactos 
directos con las LDs (Novikoff et al., 1980). Sin embargo, las consecuencias funcionales 
de la asociación de estos orgánulos con las LDs han sido poco exploradas. Teniendo en 
cuenta estas observaciones y nuestros datos sobre Rab18 en asociación a las LDs, en el 





mitocondrias y peroxisomas, especialmente en respuesta a estímulos lipogénicos y 
lipolíticos. 
Con respecto a la relación espacial de mitocondrias y Rab18-LDs, nuestros 
estudios de videomicroscopía sobre células vivas y de microscopía confocal sobre 
células fijadas mostraron un cierto grado de colocalización entre ambas estructuras ya 
en condiciones basales. Notablemente, el tratamiento tanto con insulina como con 
isoproterenol provocó un aumento de la presencia de mitocondrias en torno a las 
Rab18-LDs, fenómeno que ocurrió en cuestión de minutos tras la administración de los 
tratamientos (según nuestros estudios de videomicroscopía) y que se mantuvo 
durante horas (observable en células fijadas tras 2-4 h de exposición a estos 
compuestos). Estudios in vitro con extractos celulares enriquecidos en mitocondrias y 
LDs han revelado que se produce una mayor interacción entre estos orgánulos en 
presencia de GTP, por lo que se ha propuesto la implicación de proteínas Rab GTPasas 
en este proceso (Pu et al., 2011). Está ampliamente aceptado el papel común de las 
proteínas Rab en el tethering, anclaje y eventualmente fusión de distintos 
compartimentos celulares de membrana mediante su acción concertada con las 
maquinarias de tethering y de fusión presentes en estos compartimentos (Kawasaki et 
al., 2005). Teniendo en cuenta el conjunto de nuestros resultados, es razonable 
proponer que Rab18 podría facilitar el acercamiento físico de las mitocondrias a áreas 
concretas de la superficie de las LDs. Esta asociación podría tener lugar para facilitar la 
transferencia de ácidos grasos desde las LDs a las mitocondrias, lo que estaría de 
acuerdo con la propuesta de un papel común para Rab18 en el tráfico de lípidos entre 
distintos compartimentos celulares (Ozeki et al., 2005; Martin et al., 2005; Pulido et al., 
2011). En el caso del efecto inducido por el isoproterenol, la hidrólisis de TAGs en las 
Rab18-LDs se podría acoplar a la β-oxidación de ácidos grasos resultantes. 
Notablemente, en músculo esquelético se ha observado que la interacción entre LDs y 
mitocondrias aumenta considerablemente tras la estimulación de la hidrólisis de TAGs 
inducida por ejercicio físico (Tarnopolsky et al., 2007). Cabe destacar que el 
acercamiento de las mitocondrias a las Rab18-LDs encontrado en este estudio 
dependió del tamaño de las gotas, siendo las de menor tamaño las que acumularon 
más mitocondrias. De acuerdo con estas observaciones y como se ha mencionado 
anteriormente, en adipocitos 3T3-L1 las LDs más pequeñas parecen ser las primeras en 
responder a estímulos lipolíticos (Paar et al., 2012).  
Como se discutió en relación a la interacción entre Rab18-LDs y RE, nuestros 
resultados y los de otros autores apoyan la posibilidad de que se produzca un 





En este escenario, la energía resultante de la β-oxidación de los ácidos grasos 
derivados de la hidrólisis de los TAGs inducida por isoproterenol podría servir, entre 
otros procesos, para promover la lipogénesis subsecuente. Así, por ejemplo, la 
asociación de CoA a los ácidos grasos para su activación previa antes de incorporarse a 
los TAGs, que es catalizada por acil-CoA sintasas presentes en la superficie de 
orgánulos como el RE y las mitocondrias, requiere ATP (Stone et al., 2009). En relación 
con estos datos, nuestros resultados en células 3T3-L1 expuestas a insulina sugieren 
que la interacción Rab18-LDs con las mitocondrias podría ser importante para 
promover la acumulación de TAGs en las gotas. Por otra parte, se ha propuesto que, el 
aumento de la incorporación de TAGs en las LDs inducido por estímulos lipogénicos 
debe estar acompañado por un incremento proporcional del contenido de fosfolípidos 
en su cubierta que permita su expansión (Pol et al., 2014), así como un remodelado de 
éstos (Penno et al., 2013), para lo que se requeriría la actividad biosintética de 
fosfolípidos de las mitocondrias. Por tanto, y siguiendo con la idea del papel de Rab18 
como mediador de la interacción entre los compartimentos celulares relacionados con 
el tráfico de lípidos, la interacción de las Rab18-LDs con las mitocondrias en respuesta 
a insulina podría facilitar la transferencia de fosfolípidos desde las mitocondrias hacia 
las gotas y permitir así el crecimiento que acompaña a la expansión de éstas durante la 
lipogénesis. 
Específicamente, las mitocondrias representan la principal fuente de PE que 
compone las membranas celulares (Osman et al., 2011). La transferencia de PE desde 
las mitocondrias al RE ocurre en zonas especializadas de este orgánulo enriquecidas en 
enzimas de síntesis de fosfolípidos, las mitochondria associated membranes (MAMs) 
(Raturi y Simmens, 2012). Curiosamente, PE constituye el segundo componente 
mayoritario de la monocapa de fosfolípidos que delimita las LDs (Leber et al., 1994; 
Tauchi-Sato et al., 2002; Chitraju et al., 2012). En nuestros ensayos proteómicos, 
identificamos la proteína de unión a PE, PEBP1, como un componente abundante de la 
cubierta de las LDs en adipocitos estimulados con insulina, lo que sugiere que podría 
ser este fosfolípido el que aportara la mitocondria a la gota para que ésta aumente de 
superficie de una manera equilibrada a la incorporación de TAGs. Por otra parte, varios 
estudios han demostrado que DGAT2 y otras enzimas clave implicadas en la 
lipogénesis se acumulan en las MAMs, por lo que se ha propuesto que estas regiones 
del RE constituyen zonas especializadas en lipogénesis (Stone et al., 2009; Brasaemle y 
Wolins, 2012). Más aún, la estimulación de la lipogénesis mediante el tratamiento con 
oleato promueve la localización de DGAT2, que es una proteína transmembrana 





mitocondrias (Stone et al., 2009). Estas observaciones, junto con nuestros resultados 
sobre la asociación de las Rab18-LDs con zonas del RE enriquecidas en DGAT2 y la 
interacción de la GTPasa con LPPR3, sugieren que Rab18 podría jugar un papel en la 
relación funcional entre las Rab18-LDs y las MAM, proporcionando una plataforma de 
intersección entre las rutas enzimáticas de síntesis de TAGs y de fosfolípidos.  
Como en el caso del RE y las mitocondrias, nuestros estudios han demostrado 
que los tratamientos con insulina o con isoproterenol también inducen la 
aproximación de un tercer orgánulo implicado en el metabolismo de los lípidos, los 
peroxisomas, a las Rab18-LDs, tanto a corto como a largo plazo. Como se ha 
comentado en la Introducción, los peroxisomas están involucrados en la síntesis de 
éter-fosfolípidos, particularmente plasmalógenos (Wanders y Waterham, 2006), 
importantes componentes de la superficie lipídica de las LDs y esenciales para su 
formación y mantenimiento (Brites et al., 2011). En línea con ésto, un estudio previo 
ha demostrado que los fibroblastos de ratones embrionarios deficientes en una de las 
enzimas peroxisomales de síntesis de éter-fosfolípidos poseen menos LDs y de menor 
tamaño que las presentes en fibroblastos de ratones control, efecto que se revierte 
tras la administración del éter-fosfolípido alquil-glicerol (Brites et al., 2011). De hecho, 
se ha descrito que la adipogénesis está asociada con un incremento tanto de varias 
actividades enzimáticas propias de los peroxisomas (Hajra et al., 2000) como del 
número de peroxisomas en adipocitos 3T3-L1 (Novikoff y Novikoff, 1982; Novikoff et 
al., 1980). Más aún, PexRAP, una proteína necesaria para la síntesis de alquil éter-
fosfolípidos que está asociada a peroxisomas y que se expresa de forma abundante en 
el tejido adiposo blanco, se induce durante la adipogénesis y su eliminación en ratones 
da lugar a una disminución de la expresión de los genes regulados por PPARγ y 
previene el aumento del tejido adiposo en respuesta a una dieta rica en grasa  (Lodhi 
et al., 2012). 
Adicionalmente, estudios lipidómicos comparativos recientes de membranas 
aisladas a partir de tejido adiposo de pares de gemelos con distinto peso corporal 
(delgados y obesos) han puesto de manifiesto que, en obesidad, se produce un 
importante remodelado de las membranas de tejido adiposo, en particular un 
incremento de los niveles de éter-fosfolípidos, principalmente plasmalógenos, 
respecto a lo observado en individuos delgados (Pietiläinen et al., 2013). En conjunto, 
estos y nuestros resultados, permiten sugerir que la interacción de las Rab18-LDs con 
los peroxisomas inducida en respuesta a estímulos podría favorecer la transferencia de 
éster-fosfolípidos sintetizados en los peroxisomas hacia la superficie de las LDs para 





distintos efectores, podría actuar fijando la localización de las LDs en aposición con los 
orgánulos responsables del mantenimiento de la estructura y función de las gotas. De 
forma interesante, algunas de las etapas de la síntesis de éter-fosfolípidos se realizan 
en conjunción entre peroxisomas y el RE (Wanders et al., 2010b), lo que está en 
consonancia con la importancia de la acción funcional concertada llevada a cabo por 
estos dos orgánulos. 
Otro papel importante de los peroxisomas en relación al metabolismo lipídico 
es la β-oxidación de ácidos grasos (revisado en Wanders y Waterham, 2006). De hecho, 
se ha propuesto que la aproximación de peroxisomas a las LDs observada en levaduras 
promueve el acoplamiento de la hidrólisis de TAGs acumulados en las gotas con la β-
oxidación de ácidos grasos que tiene lugar en los peroxisomas (Binns et al., 2006). En 
particular, los peroxisomas llevan a cabo la β-oxidación de ácidos grasos ramificados o 
de cadena muy larga (revisado en Wanders et al., 2010). Además de ser catabolizados, 
una vez incorporados por las células, estos ácidos grasos pueden incorporarse en 
diversos tipos de lípidos, incluyendo TAGs, ésteres de colesterol o en las principales 
especies de fosfolípidos (Jai et al., 2007). Una de las enzimas características de los 
peroxisomas es la catalasa, cuya actividad es fundamental para eliminar el H2O2  
generado en las diferentes reacciones de oxidación que tienen lugar en este orgánulo, 
especialmente por la acil-CoA oxidasa que participa en la β-oxidación de ácidos grasos 
(Schrader y Fahimi, 2006). Teniendo en cuenta estos datos y nuestros resultados sobre 
la interacción física de Rab18-LDs con peroxisomas, nos planteamos la posibilidad de 
que Rab18 pudiera jugar un papel en la función de estos orgánulos, para lo que 
evaluamos el efecto de la sobreexpresión de la GTPasa sobre la actividad catalasa en 
adipocitos 3T3-L1. Estos estudios mostraron que niveles elevados de Rab18 (y su 
subsecuente asociación a las LDs) provocan un aumento significativo de la actividad 
catalasa en estas células, lo que sugiere que Rab18, o el acercamiento de peroxisomas 
a LDs mediado por la GTPasa, podría favorecer la actividad de los peroxisomas. Como 
se ha mencionado, la catalasa cataliza la detoxificación de H2O2, lo que supone uno de 
los mecanismos más importantes en la eliminación de ROS intracelulares (Schrader et 
al., 2006). Nuestros experimentos sobre células 3T3-L1 que sobreexpresan Rab18 han 
mostrado una disminución significativa de los niveles intracelulares de ROS en estas 
condiciones, lo que es consistente con el aumento de la actividad catalasa inducido por 
Rab18. En línea con estos descubrimientos está la propuesta de que los peroxisomas 
participan no sólo en la generación de ROS, sino también en la protección de las 
células frente a los efectos deletéreos causados por estos compuestos (Schrader y 





Está ampliamente descrito que, en condiciones de inflamación (i.e., infección o 
daño por isquemia-reperfusión), que están normalmente asociadas a la existencia de 
estrés oxidativo, se produce una disminución significativa de la densidad de 
peroxisomas y de la actividad de varias de sus enzimas (Schrader y Fahimi, 2006). 
Aunque no se ha estudiado aún la dinámica de los peroxisomas en tejido adiposo en 
condiciones de obesidad, es razonable especular con la posibilidad de que la obesidad, 
que se caracteriza por la existencia tanto de estrés oxidativo como de inflamación en 
dicho tejido (Furukawa et al., 2004; Balistreri et al., 2010), conlleve también una 
alteración del número y/o la función de los peroxisomas de los adipocitos. 
Notablemente, nuestros estudios previos sobre Rab18 en relación a obesidad genética 
o inducida por dieta, mostraron que la expresión de la GTPasa se encontraba 
fuertemente aumentada tanto en ratones como en humanos obesos en comparación 
con animales o individuos delgados (Pulido et al., 2011; Pulido et al., 2013). Teniendo 
en cuenta estas observaciones, junto con nuestros resultados sobre el aumento de la 
actividad catalasa y reducción de los niveles de ROS en células 3T3-L1 que 
sobreexpresan Rab18, se puede proponer que el aumento de los niveles de Rab18 que 
ocurren en obesidad podría acoplarse a la activación de los peroxisomas y servir así 
como un mecanismo compensatorio que ayude al tejido adiposo a adaptarse además a 
una situación de alto estrés oxidativo. No obstante lo anterior, es posible que, a pesar 
del aumento de la cantidad de Rab18, esta GTPasa no esté funcional en adipocitos en 
obesidad, como apuntan nuestros datos sobre GDI2 y TNFα (ver más adelante). 
En conjunto, los resultados sobre la dinámica del RE, de las mitocondrias y de 
los peroxisomas con respecto a las Rab18-LDs, permiten sugerir un papel general de la 
GTPasa en el posicionamiento de dichas gotas en relación a los orgánulos involucrados 
en la regulación del metabolismo lipídico, con el fin de acoplar la remodelación de las 
LDs (i.e., incorporación y/o movilización de TAGs y otros lípidos complejos) a otros 
procesos celulares que tienen lugar en dichos orgánulos. Teniendo en cuenta la 
relación espacial y funcional existente entre RE y mitocondrias y peroxisomas (Lynes y 
Simmens, 2011), y entre Rab18-LDs y estos tres compartimentos celulares, cabe la 
posibilidad de que esta GTPasa pueda jugar un papel importante en la interfaz entre 
dichos orgánulos, sirviendo como puente entre las LDs y zonas concretas del RE 
relacionadas con mitocondrias (i.e., las MAM) y peroxisomas. Aunque, hasta el 
momento, no se han descrito regiones concretas de asociación de peroxisomas a RE 
(es decir, no se han descrito marcadores específicos que definan estos sitios de 
interacción), es interesante que las MAM contienen enzimas implicadas en la 





posterior catabolismo (β-oxidación) o anabolismo (síntesis de lípidos complejos), como 
la enzima FATP4, que está también asociada a mitocondrias y a peroxisomas (Jia et al., 
2007).  
 
Identificación de reguladores y efectores de Rab18 
En general, las proteínas Rab actúan en conjunción con un amplio rango de 
proteínas accesorias que bien regulan la actividad de las proteínas Rab o son reguladas 
por la activación de éstas. Este último grupo de proteínas (los efectores de proteínas 
Rab) es el responsable de traducir la función específica de las proteínas Rab en la 
organización del sistema de endomembranas (Stenmark, 2009). Así pues, para 
profundizar en la función específica de Rab18 en adipocitos, hemos llevado a cabo una 
estrategia múltiple para identificar interactores específicos de esta GTPasa en 
adipocitos 3T3-L1. Nuestros análisis de inmunoprecipitación nos permitieron aislar 
MAST3 como posible interactor directo o indirecto (como parte de un complejo 
común) de Rab18. Esta proteína es una Ser/Thr quinasa que fosforila a PTEN, una 
fosfatidilinositol-3,4,5-trifosfato 3-fosfatasa que, por tanto, disminuye los niveles 
intracelulares de PIP3 y, en consecuencia, actúa como un regulador negativo de la ruta 
Akt (Matsuda et al., 2013). Esta ruta es fundamental en la acción de la insulina (Pal et 
al., 2013) por lo que la fosforilación de PTEN inducida por MAST3, que provoca la 
inhibición de su actividad (Valiente et al., 2011), actuaría favoreciendo la señalización 
intracelular mediada por insulina. De hecho, se ha demostrado que PTEN actúa como 
un regulador negativo de la señalización de insulina y del metabolismo de la glucosa en 
el tejido adiposo (Kurlawalla-Martinez et al., 2005). En este contexto, nuestros 
experimentos en adipocitos 3T3-L1 mostraron que, aunque la sobreexpresión de 
Rab18 no produce cambios en la fosforilación (i.e. inactivación) basal de PTEN, el ratio 
pPTEN/PTEN sí incrementa de forma significativa en respuesta a insulina en células que 
expresan niveles elevados de esta GTPasa. Estos datos son consistentes con el 
aumento observado en la activación de Akt (ratio pAkt/Akt total) inducida por insulina 
en células que sobreexpresan Rab18, apoyando una acción de esta GTPasa sobre la 
actividad de PTEN, presumiblemente mediada por la interacción entre Rab18 y MAST3. 
Además de su función canónica en el tráfico de membranas, también se ha 
documentado un papel de las proteínas Rab en procesos de señalización celular (Bucci 
y Chiariello, 2006; Jean y Kiger, 2012; Esseltine y Ferguson, 2013; Numrich y 
Ungermann, 2014). Así, por ejemplo, se ha demostrado que Rab5 media procesos de 





interacción de la ubiquitina ligasa Ndfip con PTEN, lo que se traduce en la 
ubiquitinación de PTEN y su subsecuente tráfico al núcleo (Li et al., 2014). Además, 
también se ha propuesto que la asociación en Plasmodium falciparum de Rab5 y Rab7 
con la PKA-C podría regular la función de endosomas tempranos y tardíos (Ben Rached 
et al., 2012). Igualmente, miembros de la subfamilia de Rab8 de Arabidopsis 
interaccionan con la quinasa PIP5K2, aumentando con ello su actividad, lo que se ha 
sugerido que permite la producción localizada de PIP2 en la membrana plasmática 
(Camacho et al., 2009). Finalmente, la proteína Rab32 se une directamente a la 
subunidad reguladora de tipo II de la PKA, funcionando por tanto como una proteína 
de anclaje de la PKA (A-kinase anchoring protein, AKAP), lo que se ha demostrado que 
es importante para la regulación de la fisión mitocondrial mediada por la GTPasa (Alto 
et al., 2002). 
Adicionalmente, nuestro ensayo de Y2H permitió la identificación de la E3 
ubiquitin-protein ligase CBL-B, como posible interactor de Rab18. Concretamente, CBL-
B ubiquitina p85 (Fang et al., 2001), la subunidad reguladora de la PI3K que media el 
reclutamiento de PTEN a membranas para desfosforilar PIP3 y así inhibir la 
señalización de insulina (Li et al., 2014). Así pues, el conjunto de nuestros resultados 
apoya que Rab18 puede actuar como un modulador indirecto de la acción de la 
insulina en adipocitos mediante su interacción con MAST3 y CBL-B, lo que, 
presumiblemente, conlleva la activación de estas proteínas. A favor de esta hipótesis 
están nuestros estudios funcionales anteriores que revelaron que el silenciamiento de 
la GTPasa bloqueó el efecto estimulador de la insulina en la acumulación de TAGs en 
adipocitos (Pulido et al., 2011), lo que podría deberse, al menos en parte, a la pérdida 
de una interacción funcional de Rab18 con MAST3 (y, quizás también con CBL-B).  
En relación con procesos de señalización, un posible efector de Rab18 
identificado en este estudio mediante Y2H es la proteína lipopolysacharide-responsive 
and beige-like anchor (LRBA), lo que relaciona además a esta GTPasa con la regulación 
del metabolismo lipídico. Esta interacción fue apoyada por nuestros ensayos 
inmunocitoquímicos, que demostraron que LRBA comparte localización intracelular 
con Rab18-LDs. LRBA presenta en su secuencia dominios de interacción con PKA y, por 
tanto, se ha propuesto que participa en la señalización mediada por AMPc (Wang et 
al., 2001). En concreto, LRBA se asocia con PKA en condiciones de reposo, mientras 
que tras la estimulación de la producción de AMPc, el nucleótido se une a PKA 
provocando la desorganización del complejo y permitiendo así que la quinasa fosforile 
proteínas diana downstream en esta ruta de señalización (Wang et al., 2001). Como se 





de receptores β-adrenérgicos utiliza la ruta de señalización intracelular AC/AMPc/PKA 
para activar la HSL y así aumentar la hidrólisis de TAGs (Duncan et al., 2007). Nuestros 
estudios previos mostraron que la sobreexpresión de Rab18 en adipocitos 3T3-L1 
provocó un aumento de la capacidad lipolítica de estas células (Pulido et al., 2011). 
Estas observaciones, junto con la posible interacción de Rab18 con LRBA encontrada 
en este estudio, sugieren que esta GTPasa podría actuar en coordinación con LRBA, 
facilitando así la acción de PKA sobre el proceso lipolítico. 
Por otra parte, y continuando con la acción de la insulina en adipocitos, se ha 
demostrado recientemente que la actividad de PTEN está aumentada en el tejido 
adiposo de pacientes con resistencia a insulina (Hodakoski et al., 2014). En estas 
condiciones, el incremento observado en los niveles de Rab18 en el tejido adiposo de 
pacientes obesos (Pulido et al., 2011), resulta paradójico. Es importante destacar que 
la actividad de PTEN está regulada por un gran número de factores (i.e., PPARγ, p53, 
peroxirredoxina 1, etc) (Song et al., 2012), por lo que el posible efecto inhibidor de 
Rab18 podría verse enmascarado en esas condiciones. Alternativamente, a pesar del 
aumento cuantitativo en Rab18 observado en obesidad, la GTPasa puede no ser 
funcional en dichas condiciones, como se discute más adelante. 
Nuestros estudios proteómicos sobre LDs permitieron identificar GDI2 en la 
superficie de las gotas de células estimuladas con insulina. Aunque en este estudio no 
hemos demostrado una interacción directa de Rab18 con esta proteína, es muy 
probable que esta interacción exista, ya que se conoce que GDI2 es una proteína 
ubicua reguladora de la actividad de proteínas GTPasas de la familia Rab  (Nishimura et 
al., 1994; Nishimura et al., 1995; Alory y Balch, 2001). Específicamente, las proteínas 
Rab son secuestradas por proteínas GDI que presentan gran afinidad por las Rab 
inactivas unidas a GDP, impidiendo el intercambio de GDP por GTP y, por tanto, 
reteniéndolas en su conformación inactiva (Stenmark, 2009). En el presente estudio 
hemos descubierto que la sobreexpresión de GDI2 disminuye la cantidad de Rab18 
endógena asociada a las LDs en adipocitos tratados con insulina, así como la exógena 
(datos no mostrados), lo que está de acuerdo con el papel propuesto para GDI2 sobre 
las proteínas Rab (Gavriljuk et al., 2013). Más aún, la sobreexpresión de GDI2 provocó 
una disminución tanto en la actividad lipogénica como en la lipolítica de adipocitos 
3T3-L1, aunque este último efecto fue más débil. Estos datos apoyan la idea de que 
GDI2 actúa como un regulador negativo de la actividad de Rab18 en adipocitos y, por 
tanto, GDI2 puede representar un componente más de la maquinaria molecular 
responsable del mantenimiento de la homeostasis lipídica en adipocitos. Aunque se 





afinidad por varios miembros de esta familia, (Rab1, Rab2, Rab6, Rab11, Rab35, etc) 
(Janoueix-Lerosey et al., 1995; Chen et al., 1998; Gavriljuk et al., 2013), teniendo en 
cuenta nuestros resultados sobre Rab18, es razonable proponer que el efecto negativo 
de la sobreexpresión de GDI2 sobre el metabolismo lipídico puede ser debido, al 
menos en parte, a la acción negativa de esta enzima sobre Rab18. Es importante 
resaltar que estudios recientes de nuestro laboratorio de proteómica comparativa de 
tejido adiposo visceral de pacientes delgados y obesos con distinta sensibilidad a 
insulina, nos han permitido identificar que la cantidad de GDI2 presente en este tejido 
es significativamente mayor en individuos obesos que en delgados y, en los obesos, la 
expresión es mayor en aquellos que presentan resistencia a insulina respecto a 
individuos con índice de masa corporal comparable pero con niveles normales de 
glucosa, insulina y HOMA-IR (i.e., normoglucémicos) (datos no publicados). Estos datos 
sugieren que, aunque los adipocitos de pacientes obesos puedan contener una mayor 
cantidad de Rab18, ésta podría estar fundamentalmente en un estado inactivo, 
especialmente en condiciones de resistencia a insulina. Esto estaría también de 
acuerdo con la mayor actividad de PTEN observada por otros autores en el tejido 
adiposo de estos pacientes (Hodakoski et al., 2014). 
 
Regulación de Rab18 en respuesta a estímulos inflamatorios - Obesidad 
A lo largo de esta discusión, se ha mencionado en numerosas ocasiones el 
incremento de la expresión de Rab18 en condiciones de obesidad que han mostrado 
nuestros estudios previos sobre tejido adiposo procedente de diversos modelos 
murinos de obesidad tanto genética como inducida por dieta, así como en tejido 
adiposo humano de pacientes con distinto grado de obesidad y/o sensibilidad a 
insulina. La obesidad se define como un estado crónico de baja inflamación 
caracterizado por la presencia, entre otros factores, de la citoquina proinflamatoria 
TNFα, considerada como un mediador importante del proceso inflamatorio. De hecho, 
estudios del nivel de TNFα en individuos delgados y obesos con diferente grado de 
sensibilidad a insulina, han descrito el incremento en la expresión de esta citoquina en 
paralelo con la expansión del tejido adiposo, aunque no se haya manifestado 
resistencia a insulina (Barbarroja et al., 2010), si bien, los individuos que presentan 
resistencia a insulina mostraron niveles aún más elevados con respecto a los obesos no 
insulino resistentes. Por ello, analizamos el efecto de esta citoquina sobre la 
distribución subcelular de Rab18, eligiendo en particular las condiciones en las que 





suero. De forma interesante, esta citoquina provocó la disociación de Rab18 de la 
superficie de las LDs al cabo de 8 h, siendo este efecto mucho más patente a las 24 h. 
Adicionalmente, los niveles de expresión de Rab18 no se mostraron alterados en 
presencia de TNFα, lo que sugiere que el ambiente proinflamatorio generado por esta 
citoquina, podría actuar sobre la actividad de esta GTPasa. Estos resultados, junto con 
nuestras observaciones previas del incremento de GDI2 en obesidad y resistencia a 
insulina, sugieren que, a pesar de haber un incremento en la expresión de Rab18 en 
condiciones de obesidad, esta GTPasa podría no ser funcional. Estas observaciones a 
su vez estarían en consonancia con el incremento de la actividad de PTEN en estos 
individuos (Hodakoski et al., 2014).  
Así, el conjunto de estos resultados, apoya la propuesta de un estado 
funcionalmente inactivo de Rab18 en condiciones de obesidad, lo que sugiere que la 
disfunción de esta GTPasa podría jugar un papel en la obesidad.  
 
 
En resumen, nuestros estudios han permitido identificar nuevos reguladores y 
efectores que median la acción de Rab18 sobre la regulación de la homeostasis de las 
gotas lipídicas en respuesta a las principales señales que controlan la función de los 
adipocitos, poniendo en evidencia un posible papel de esta GTPasa como mediador en 
la interacción funcional de los orgánulos celulares implicados en la traducción de 
dichas señales (LDs, RE, mitocondrias y peroxisomas), para permitir una respuesta 














































































1. Rab18 es un componente fundamental de la cubierta proteica de las gotas lipídicas 
en los adipocitos, en los que actuaría como un mediador común en la traducción y 
adaptación de la respuesta de estas células frente a condiciones de exceso (insulina) 
o de deficiencia (estimulación -adrenérgica y/o deprivación de nutrientes) 
energética. La alteración de la función de Rab18 que ocurre en condiciones de 
inflamación podría contribuir a la disfunción del tejido adiposo asociada a la 
obesidad. 
2. Rab18 podría incorporarse a la superficie de las gotas lipídicas mediante difusión 
lateral desde las membranas del retículo endoplásmico, en un proceso que no 
parece depender de la red del citoesqueleto.   
3. Bajo condiciones de inducción de lipogénesis, Rab18 podría facilitar la incorporación 
de TAGs a las gotas lipídicas mediante su interacción con la enzima lipogénica LPPR3 
en dominios del retículo endoplásmico enriquecidos en DGAT2. Adicionalmente, 
Rab18 podría favorecer la acción lipogénica de la insulina mediante su interacción 
con el sistema MAST3/PTEN. 
4. Rab18 podría desempeñar un papel general en el posicionamiento de las gotas 
lipídicas respecto a los orgánulos relacionados con la regulación del metabolismo 
lipídico (retículo endoplásmico, mitocondrias y peroxisomas), con el fin de acoplar 
la remodelación de las LDs (i.e., incorporación y/o movilización de TAGs y de otros 

































































































1. Rab18 is a key component of the protein coat that surrounds lipid droplets, wherein 
it could act as a mediator in the transduction and adaptive response of these cells 
to conditions of energy excess (insulin) or deficiency (β-adrenergic stimulation 
and/or serum deprivation). Alterations in Rab18 function that occurs in 
inflammatory conditions might contribute to the dysfunction of the adipose tissue 
associated to obesity. 
2. Rab18 could translocate to the lipid droplet surface by lateral diffusion from 
endoplasmic reticulum membranes, in a process that does not appear to depend on 
the cellular cytoskeleton. 
3. In a lipogenic state, Rab18 could facilitate triglyceride incorporation into lipid 
droplets by its interaction with the lipogenic enzyme LPPR3 in specialized 
endoplasmic reticulum subdomains enriched in DGAT2. Aditionally, Rab18 could 
favor lipogenic action of insulin by its direct interaction with the MAST3/PTEN 
system.  
4. Rab18 could play a general role in the relative position of lipid droplets in relation 
with other organelles involved in the regulation of lipid metabolism (endoplasmic 
reticulum, mitochondria and peroxisomes), in order to couple lipid droplet 
remodeling (i.e., incorporation and/or mobilization of TAGs and other lipid forms) 
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